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En 2015, la revue Nature a publié la plus grande étude d’association pangénomique à ce 
jour reliant des variants génétiques à l’indice de masse corporelle. Cette étude a mis en 
avant le rôle du système nerveux central dans la vulnérabilité à l’obésité, et soutient un 
concept original selon lequel la plasticité cérébrale jouerait un rôle important dans le 
contrôle de la balance énergétique. Ainsi, des capacités de plasticité cérébrale réduites 
pourraient favoriser des comportements alimentaires inadaptés, ce qui augmenterait le 
risque de prise de poids sous pression calorique. Les neurones anorexigènes POMC et les 
neurones orexigènes AgRP qui composent le système à mélanocortine et qui contrôlent 
la balance énergétique, conservent effectivement des propriétés de plasticité synaptique 
dans le cerveau adulte. Celles-ci se manifestent en réponse à des fluctuations 
hormonales intenses, induites par des manipulations génétiques, chirurgicales ou 
nutritionnelles drastiques. Cependant le rôle physiologique de cette plasticité 
synaptique au sein du système à mélanocortine n’a pas encore été démontré. Nos 
résultats montrent que des phénomènes de plasticité cérébrale sont récapitulés à 
l’échelle des repas chez la souris, en fonction de l’état prandial, en réponse à des 
changements métaboliques et hormonaux modérés. En effet, une exposition à 1h de 
régime standard augmente l’activité électrique des neurones POMC, ce qui est corrélé à 
une rétractation de la couverture astrocytaire autour des somas POMC, sans 
changement de configuration synaptique par rapport à l’état préprandial. A l’opposé, 
une exposition à 1h de régime riche en lipides ne modifie pas l’activité électrique des 
neurones POMC et n’entraine pas de rétractation de la couverture astrocytaire. De plus, 
par blocage pharmacologique de l’hyperglycémie post-prandiale, nous avons montré 
que le glucose était nécessaire pour initier la rétractation gliale post-prandiale. Enfin, 
par une approche pharmacogénétique, nous avons montré que l’inactivation des 
astrocytes modifie le comportement alimentaire et diminue la couverture astrocytaire 
autour des neurones POMC. Ces résultats suggèrent que l’astrocyte jouerait un rôle 
inhibiteur sur l’activité électrique des neurones POMC et que la rétractation astrocytaire 
post-prandiale, autour des somas POMC lèverait l’inhibition des neurones POMC et 
favoriserait la sensation de satiété. Ce mode de régulation ne serait pas déclenché lors 
d’un repas riche en graisses, ce qui expliquerait le faible pouvoir satiétogène de ce type 
de repas.  
 
Mots-clés : système à mélanocortine, plasticité, rythme des repas 
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In 2015, Nature published the largest pangenomic association study to date linking 
genetic variants to body mass index. This study highlighted the role of the central 
nervous system in vulnerability to obesity and supports an original concept that 
cerebral plasticity plays an important role in the control of energy balance. Thus, 
reduced cerebral plasticity capacities could lead to inadequate dietary behaviors, which 
would increase the risk of weight gain under caloric pressure. The anorectic neurons 
POMC and the orexigenic neurons AgRP of the melanocortin system, which control the 
energy balance, actually show synaptic plasticity properties in the adult brain. These 
phenomena are shown in response to intense hormonal fluctuations induced by drastic 
genetic, surgical or nutritional manipulations. However, the physiological role of this 
synaptic plasticity within the melanocortin system has not been demonstrated yet. This 
study shows that cerebral plasticity phenomena are recapitulated at the meal scale in 
mice, depending on the prandial state, in response to moderate metabolic and hormonal 
changes. Indeed, 1h standard diet exposure increases the electrical activity of the POMC 
neurons, which is correlated with a retraction of the astrocytic coverage around the 
POMC somas, with no change in synaptic configuration compared to the preprandial 
state. In contrast, 1 hour of high fat diet exposure does not modify the electrical activity 
of the POMC neurons and does not involve retraction of the astrocytic coverage. In 
addition, by pharmacological blockade of postprandial hyperglycemia, we showed that 
glucose is required for postprandial glial retraction. Finally, by a pharmacogenetic 
approach, we have shown that the inactivation of astrocytes modifies the feeding 
behavior and decreases the astrocytic coverage around the POMC neurons. These results 
suggest i)that astrocytes would play an inhibitory role on the electrical activity of POMC 
neurons ii) and that the post-prandial astrocytic retraction around POMC somas might 
remove inhibition of POMC neurons and might promote the sensation of satiety. This 
mode of regulation would not be activated during a high-fat meal, which would explain 
the low satietogenic properties of this type of meal.  
 
Keywords: melanocortin system, plasticity, meal pattern  
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Dans cette introduction, nous allons aborder les différents concepts relatifs au projet de 
recherche. Il s’agit ainsi de présenter la notion d’homéostasie énergétique, de présenter 
aussi les caractéristiques de l’hypothalamus, zone cérébrale impliquée le maintien de 
cette homéostasie énergétique, et de faire le point sur les connaissances actuelles 
concernant le circuit neuronal hypothalamique appelé système à mélanocortine, au 
cœur de la régulation de l’homéostasie énergétique et sur lequel nous avons réalisé le 
projet de recherche. Nous présenterons ensuite précisément une propriété essentielle 
de ce circuit : sa plasticité, et indiquerons finalement les grands défis scientifiques qui 
restent à relever pour bien comprendre l’importance de cette propriété de plasticité 
d’un point de vue intégré. 
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1. L’homéostasie énergétique 
Au cours de sa vie, un individu en bonne santé va ingérer de grandes quantités de 
nourriture. Malgré cette ingestion cumulée massive, atteignant plusieurs dizaines de 
tonnes pour un être humain, le poids corporel reste stable tout au long de la vie adulte. 
Ceci est la manifestation de l’homéostasie énergétique, correspondant au maintien d’un 
équilibre finement contrôlé entre les apports énergétiques liés à l’alimentation et les 
dépenses énergétiques issues du fonctionnement de l’organisme et de l’activité de 
l’individu. 
En cas d’écarts entre les apports et les dépenses, un système adaptatif est activé. Au 
cours d’un déficit énergétique, la prise alimentaire est stimulée et l’utilisation des 
réserves énergétiques déjà disponibles est favorisée à travers  l’activation de la 
glycogénolyse hépatique ou de la lipolyse adipeuse notamment. En parallèle, les 
dépenses énergétiques sont freinées et le stockage d’énergie est ralenti. A contrario, 
lorsque les apports sont trop importants, l’organisme s’adapte en inhibant la prise 
alimentaire et en favorisant les dépenses. Chez la souris par exemple, l’introduction d’un 
régime plus calorique, comme un régime riche en lipides va déclencher une réponse 
comportementale adaptée. En effet, l’apport calorique excessif durant les premières 
heures va être perçu et en retour l’animal va réduire sa ration quotidienne en masse 
pour retrouver une prise énergétique équivalente.  
Le centre régulateur du poids corporel et de la prise alimentaire à la base de cette 
coordination remarquable est situé au dans le cerveau. Le cerveau est capable d’intégrer 
toutes les informations de la périphérie faisant état du statut métabolique de 
l’organisme. Ces informations transitent par voie sanguine ou nerveuse. Leur intégration 
au niveau cérébral déclenche alors des mécanismes nerveux, autonomes, ayant pour 
résultante une réponse physiologique (gestion des flux de nutriments) et 
comportementale adaptée (prise alimentaire). 
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2. L’hypothalamus, principal centre intégrateur des signaux 
métaboliques 
L’hypothalamus occupe une place importante dans le contrôle de l’homéostasie 
énergétique (Berthoud 2005). Cette structure cérébrale diencéphalique est constituée 
d’une quarantaine de noyaux regroupant des populations neuronales spécifiques et 
contrôle de façon globale toutes les fonctions visant à maintenir l’organisme à 
l’équilibre : fonction de reproduction, thermogénèse, métabolisme, croissance. 
L’hypothalamus est le centre intégrateur des informations métaboliques le mieux connu 
et le plus étudié. Il présente de nombreuses connexions afférentes et efférentes avec 
d’autres régions cérébrales (l’hippocampe, l’amygdale, le tronc cérébral) (Lemaire et al. 
2011; Saper 2000). Parmi les noyaux qui composent l’hypothalamus, certains possèdent 
parmi leurs fonctions un rôle dans la régulation de la prise alimentaire comme le noyau 
arqué (ARC), l’aire hypothalamique latéral (LHA), le noyau paraventriculaire (PVN) ou  
le noyau ventromédian (VMN) (Berthoud 2002)(Figure1).   
L’implication des noyaux hypothalamiques dans le contrôle de la balance énergétique et 
du comportement alimentaire a été démontrée dans les années 1940 par des 
expériences de lésions chirurgicales et de stimulations électriques. Une lésion du noyau 
arqué et du noyau ventromédian conduit à une hyperphagie qui à long terme induit le 
développement de l’obésité (Bray and York 1979). La partie ventromédiane de 
l’hypothalamus était alors appelée « centre de la satiété ». A contrario, une lésion de 
l’hypothalamus latéral induit une hypophagie. L’hypothalamus latéral était alors appelé 
« centre de la faim » (Elmquist, Elias, and Saper 1999). A ce jour, le rôle de chaque noyau 
hypothalamique, les réseaux neuronaux les composants et leurs projections ont été bien 
caractérisés. Par exemple, la LHA comprend les neurones à orexine qui lorsqu’ils sont 
actifs stimulent la prise alimentaire (Imperatore, Palomba, and Cristino 2017). Le noyau 
arqué comprend, quant à lui, différentes populations neuronales antagonistes, qui 
stimulent ou freinent la prise alimentaire (Cone 2005). 
La capacité de ces neurones à contrôler la balance énergétique repose sur leur 
sensibilité aux signaux métaboliques. Ces signaux sont nombreux et de nature très 
diverse. Il s’agit de signaux humoraux tels que les nutriments ou les hormones, et de 
signaux nerveux véhiculés par les afférences innervant les organes périphériques et 
faisant relai notamment dans le tronc cérébral. 
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Dans cette revue bibliographique, nous nous concentrerons sur un seul des noyaux 
hypothalamiques impliqués dans le contrôle de l’homéostasie énergétique : le noyau 
arqué. Il comprend le système à mélanocortine, le système neuronal le mieux caractérisé 
à ce jour en ce qui concerne le contrôle de la balance énergétique. C’est précisément ce 
système neuronal particulier que nous avons étudié dans le projet de recherche 
présenté. 
 
 
Figure 1: Représentation schématique des noyaux hypothalamiques impliqués dans le 
contrôle de la balance énergétique (adapté d’après Berthoud, 2002) ; ARC : noyau 
arqué ; EM : éminence médiane ; PVN : noyau paraventriculaire ; LHA : Aire 
hypothalamique latérale ; VMN : noyau ventro-médian 
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3. Le noyau arqué 
Situé dans la partie ventro-médiane de l’hypothalamus, le noyau arqué est considéré 
aujourd’hui comme l’un des sites neuroanatomiques majeurs du contrôle de la balance 
énergétique. Il comprend notamment deux populations de neurones qui ont une action 
antagoniste sur la prise alimentaire: les neurones anorexigènes exprimant la 
proopiomélanocortine (POMC) qui inhibent la prise alimentaire et les neurones 
orexigènes exprimant le peptide AgRP (Agouti Related Peptide) qui stimulent la prise 
alimentaire. Ces deux types neuronaux ont longtemps été considérés comme des 
neurones de « premier ordre », car on considérait que ces deux populations recevaient 
en premier les informations métaboliques de la périphérie. Nous savons aujourd’hui que 
ces deux populations majeures dans l’homéostasie énergétique reçoivent également des 
informations de la part d’autres neurones non identifiés, présents dans le noyau arqué 
pour une partie d’entre eux, et eux aussi sensibles aux signaux métaboliques (Krashes et 
al. 2011). La séquence de détection des signaux métaboliques in situ dans le temps et 
dans l’espace n’est donc pas complètement élucidée à ce jour, et semble se produire au 
niveau de différents acteurs cellulaires et selon différentes modalités. La réception de 
ces informations au niveau du noyau arqué est facilitée par la présence dans cette 
structure du troisième ventricule cérébral (V3) et des capillaires cérébraux fénestrés de 
l’éminence médiane qui facilitent le passage des molécules sanguines vers le 
parenchyme cérébral et le fluide cérébro-spinal (Ciofi 2011). 
 
 
 
 
 
 
  
16 
 
4. Le système à mélanocortine 
Le comportement alimentaire est contrôlé par de nombreux circuits qui stimulent ou 
inhibent la prise alimentaire. Ces circuits considèrent les besoins énergétiques mais sont 
aussi influencés par les structures cognitives impliquées dans le plaisir, les habitudes 
alimentaires et l’état émotionnel, avec lesquelles ils sont en relation.  
Le système à mélanocortine de l’hypothalamus est le système le plus étudié et le mieux 
caractérisé des circuits neuronaux impliqués dans la régulation de la prise alimentaire 
(Cone 2005). Ce circuit inclut (i) les neurones exprimant le récepteur de la 
mélanocortine (MCR), en particulier les sous-types MC3R et MC4R, (ii) les neurones 
exprimant les agonistes du MCR, comme l’ α-melanocyte-stimulating hormone (MSH) 
qui dérive de la protéine précurseur proopiomelanocortin (POMC), et (iii) les neurones 
exprimant les antagonistes du MCR, comme le ligand de haute affinité agouti-related 
peptide (AgRP). 
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Figure 2 : Représentation schématique des projections des neurones POMC et des 
neurones AgRP au niveau du système nerveux central (d’après Cone 2005). ME : 
éminence médiane ; ARC : noyau arqué ; BST : noyau du lit de la strie terminale, CEA : 
amygdale centrale, PVN : noyau paraventriculaire de l’hypothalamus ; LH : noyau de 
l’hypothalamus latéral ; LPB : noyau parabrachial latéral ; RET : noyau réticulaire ; AP : 
area postrema ; NTS : noyau du tractus solitaire ; DMV : noyau moteur du nerf vague. 
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1) Les récepteurs MC3R et MC4R et la balance énergétique 
Les régions cérébrales contrôlant la balance énergétique sont particulièrement riches en 
récepteurs MC3R et MC4R qui sont largement distribués au sein du cerveau, notamment 
dans l’amygdale et dans l’hypothalamus péri-ventriculaire, en particulier le noyau 
paraventriculaire (PVN) (Kishi et al. 2003; Mountjoy et al. 1994). Dans le système à 
mélanocortine, ces récepteurs ont un agoniste, l’ αMSH, sécrétée par les neurones POMC 
du noyau arqué, et un antagoniste, le peptide AgRP, sécrété par les neurones AgRP du 
noyau arqué. Dans le PVN, les neurones exprimant le MC4R reçoivent une innervation 
mixte de fibres POMC stimulatrices et de fibres AgRP inhibitrices, suggérant que le 
système à mélanocortine est finement régulé afin de maintenir l’homéostasie 
énergétique (Bagnol et al. 1999; Cowley et al. 1999). 
Le rôle du récepteur MC3R dans la balance énergétique est encore mal connu. 
Récemment, il a été montré que l’administration centrale et périphérique d’un agoniste 
du MC3R, le D-Trp8-γMSH, induit une hyperphagie chez la souris (Marks et al. 2006). Le 
MC3R aurait également un rôle en tant que régulateur de l’activité du neurone POMC par 
sa capacité à hyperpolariser ces neurones (Cowley et al. 2001). Le mutant MC3R-null 
présente une augmentation de son adiposité mais est sans effet sur la prise alimentaire 
(Butler et al. 2000; Chen et al. 2000). Toutefois, l’invalidation du MC3R induit un 
comportement hyperphagique diurne après introduction d’un régime riche en lipides 
(Butler 2006). Enfin, le récepteur MC3R jouerait un rôle dans le comportement 
alimentaire anticipatoire précédant une mise à disposition temporaire de nourriture 
(Sutton et al. 2008). 
Le rôle du récepteur MC4R dans la balance énergétique est bien caractérisé. Le MC4R est 
impliqué dans l’adaptation à un changement de régime (Butler et al. 2001) .Le mutant    
MC4R-/- est hyperphagique quel que soit le régime (Chen et al. 2000; Huszar et al. 1997; 
Sutton et al. 2006) et ce comportement hyperphagique est amplifié sous régime riche en 
lipides (Butler et al. 2001; Sutton et al. 2006). De plus, ce mutant présente une 
augmentation de l’adiposité, du poids corporel et cet effet apparait à 5 semaines post-
natal par rapport aux souris contrôle (Chen et al. 2000; Huszar et al. 1997). L’obésité du 
mutant MC4R-/- est liée à une augmentation de la prise alimentaire mais pas 
exclusivement (Chen et al. 2000; Ste Marie et al. 2000). Par ailleurs, la restauration de 
l’expression du MC4R dans l’hypothalamus péri-ventriculaire et dans l’amygdale permet 
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uniquement un retour à une prise alimentaire semblable au contrôle (Balthasar et al. 
2005), suggérant que les structures cérébrales exprimant MC4R ont des fonctions 
spécifiques divergentes sur la balance énergétique. Enfin, une ablation du récepteur 
MC4R en post-natal dans l’hypothalamus péri-ventriculaire induit une hyperphagie 
seulement sous régime riche en lipides chez le rat (Garza et al. 2008), confortant 
l’importance de MC4R dans le PVN dans le maintien de l’homéostasie énergétique. 
2) Les neurones du système à mélanocortine du noyau arqué 
Les neurones POMC et les neurones AgRP sont présents dans le noyau arqué de 
l’hypothalamus. Un petit groupe de neurones POMC est également présent dans le noyau 
du tractus solitaire (nucleus tractus solitarii, NTS) dans le tronc cérébral. La position 
dans le parenchyme cérébral des neurones du noyau arqué leur permette d’être au 
contact de facteurs sanguins délivrés par les capillaires fenêtrés de l’éminence médiane 
et de facteurs cérébrospinaux délivrés par les tanycytes qui bordent le troisième 
ventricule (Cowley et al. 2001). La capacité des neurones POMC et des neurones AgRP 
d’être régulés par des hormones circulantes telles que la leptine, la ghréline, l’insuline, 
les œstrogènes, les glucocorticoïdes, le peptide glucagon-like peptide 1 et le peptide YY, 
et par les nutriments rend le système à mélanocortine sensible aux changements de 
statut hormonal et nutritionnel de l’organisme (Nuzzaci et al. 2015). Ainsi, la nature 
chimique, l’anatomie et la sensibilité de ces neurones rendent compte de particularités 
propres au système à mélanocortine.  
a) Les neurones POMC, « neurones de la satieté » 
Les neurones POMC sont des neurones anorexigènes qui inhibent la prise alimentaire 
lorsqu’ils sont activés. Chez la souris adulte, il y a environ 3000 neurones POMC situés 
en grande majorité dans le noyau arqué de l’hypothalamus (Cowley et al. 2001). Des 
études plus récentes, comprenant un comptage sur un grand nombre de coupes 
stéréologiques du cerveau montrent en fait que le nombre des neurones POMC dans le 
noyau arqué s’élève à 9000 neurones (Lemus et al. 2015) Les corps cellulaires des 
neurones sont situés dans les parties les plus antérieures du noyau arqué (Cowley et al. 
2001). Une petite population est également présente au niveau du NTS. 
Ils expriment le précurseur proopiomélanocortine qui peut ensuite être maturé en 
peptides mélanocortines tels que le peptide anorexigène α-MSH, en 
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adrénocorticotropines ou encore en β-endorphines. Les neurones POMC se situent le 
long de l’axe antéro-postérieur du noyau arqué de l’hypothalamus. Ces neurones 
émettent des projections vers le noyau du lit de la strie terminale, le noyau central de 
l’amygdale, le noyau paraventriculaire de l’hypothalamus, l’hypothalamus latéral, le 
noyau parabrachial latéral, le noyau du tractus solitaire et le noyau réticulaire (Cone 
2005).  
Les neurones POMC du noyau arqué sont hétérogènes (Lam et al. 2017). Ils présentent 
des phénotypes GABAergiques, glutamatergiques et cholinergiques mais le rôle de cette 
hétérogénéité reste mal connu (Mercer et al. 2013). En effet, des courants GABAergiques 
ont été identifiés dans des neurones POMC in vitro (Hentges et al. 2004). Une partie des 
neurones POMC expriment l’ARN messager pour l’enzyme glutamic acid decarboxylase 
(GAD) qui permet la synthèse de GABA à partir du glutamate. De plus, le transporteur au 
glutamate EAT3 est également exprimé dans des cellules POMC positives (Collin et al. 
2003). Ces données indiquent que les neurones POMC semblent présenter la machinerie 
cellulaire et moléculaire pour être à la fois glutamatergiques et GABAergiques, bien que 
la nature GABAergique des neurones POMC soit encore sujet à débat (Vong et al. 2011). 
Les neurones POMC montrent également une hétérogénéité en termes de réponse à 
d’autres neurotransmetteurs et aux hormones. Par exemple, il existe deux sous 
populations de neurones POMC physiquement distinctes au sein du noyau arqué qui 
répondent soi à la leptine soit à l’insuline (Williams et al. 2010). Par ailleurs, les 
neurones POMC sont dépolarisés par la leptine et la sérotonine (Sohn et al. 2011; 
Williams et al. 2010), mais en revanche les neurones POMC dépolarisés par la sérotonine 
sont incapables de répondre à un stimulus de leptine (Sohn et al. 2011). 
Afin de décoder le rôle des neurones POMC, des modèles génétiques ont été étudiés. Ces 
études ont montré que la délétion de l’exon 3 du gène codant pour le peptide POMC dans 
le modèle POMC-/- induit une augmentation du poids corporel et une hyperphagie sous 
nourriture standard et que cette hyperphagie est exacerbée sous nourriture riche en 
lipides (Challis et al. 2004; Tung et al. 2007; Yaswen et al. 1999). La fonction des 
neurones POMC a également été  étudiée par des techniques d’optogénétique. Ainsi, la 
photoactivation des neurones POMC via un canal rhodopsine chez la souris diminue la 
prise alimentaire (Aponte, Atasoy, and Sternson 2011). En fait, l’activation lumineuse 
des neurones POMC chez la souris nourrie ad libitum, ne modifie pas la prise alimentaire 
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sur les deux premières heures de la période nocturne. Mais si l’on prolonge cette 
photoactivation sur 24h, la prise alimentaire globale est réduite de 39% et le poids 
corporel est réduit de 7% (Aponte et al. 2011).  
Les neurones POMC expriment les récepteurs d’hormones métaboliques ce qui les rend 
sensibles aux signaux sanguins de la périphérie. Cette caractéristique permet d’adapter 
l’activité des neurones POMC en fonction de l’état nutritionnel de l’individu et ainsi 
permettre une réponse comportementale adaptée. En effet, la liaison des hormones 
anorexigènes, comme l’insuline et la leptine, à leurs récepteurs au niveau des neurones 
POMC entraine une augmentation de l’expression du pro-peptide POMC et du peptide 
anorexigène α-MSH (Benoit et al. 2002; Cheung, Clifton, and Steiner 1997; Cowley et al. 
2001; Hill et al. 2008). 
La leptine contrôle l’activité des neurones POMC 
La leptine est une hormone sécrétée par les adipocytes, connue pour ses propriétés 
anorexigènes (Zhang et al. 1994). Dans l’hypothalamus, la leptine agit à travers la 
protéine kinase activée par l’AMP (AMPK) et l’inhibition de l’AMPK est un pré-requis 
indispensable pour que la leptine agisse sur le poids corporel et la prise 
alimentaire(Dagon et al. 2012; Minokoshi et al. 2004). De plus, la leptine active la voie de 
signalisation de mTOR (Cota et al. 2006). En effet, le traitement à la leptine augmente la 
phosphorylation de S6K1 et de S6, deux cibles de mTOR, et l’administration de 
rapamycine, un inhibiteur de mTOR , antagonise l’action anorexigène de la leptine (Cota 
et al. 2006). La leptine peut agir directement sur les neurones POMC, dont une sous 
population dans le noyau arqué exprime son récepteur LepRb (Williams et al. 2010). La 
liaison de la leptine sur son récepteur active dans les neurones POMC la voie de 
signalisation LepRb-STAT3 et la voie du Jak2-PI3K-TRPC. Cela induit une augmentation 
des niveaux des ARN messagers POMC et une activation des neurones POMC menant à 
une diminution de la prise alimentaire (Levin and Lutz 2017).  
Différents modèles présentant des mutations du récepteur à la leptine ont été étudiés, 
comme par exemple la souris db/db, mutante totale pour le récepteur à la leptine. La 
réexpression du récepteur à la leptine dans les neurones POMC dans ce modèle induit 
une réduction modeste du poids corporel, due à une adaptation de la dépense 
énergétique sans effet sur la prise alimentaire (Berglund et al. 2012; Huo et al. 2009). De 
plus, cette réexpression semble avoir un effet positif sur la condition diabétique de ces 
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souris (Berglund et al. 2012; Huo et al. 2009), ce qui suggère que la leptine agit 
directement sur les neurones POMC pour contrôler l’homéostasie glucidique. 
Finalement, les effets anorexigènes de la leptine seraient liés majoritairement à une 
action sur des neurones GABAergiques du noyau arqué qui n’expriment pas POMC (Vong 
et al. 2011). 
Le glucose contrôle l’activité des neurones POMC 
Le glucose est un modulateur important de l’activité des neurones POMC. En effet, 
l’augmentation du glucose sanguin est corrélée à une activation des neurones POMC, ce 
qui est cohérent avec le rôle anorexigène de ces neurones et permet une réponse 
physiologique adaptée tel que la régulation de la glycémie (Parton et al. 2007). 
L’oxydation du glucose par les mitochondries produit de l’ATP qui en se liant au canal 
potassium ATP-dépendant (KATP) permet une dépolarisation des neurones POMC et une 
augmentation de leur activité électrique. De plus, la mutation du canal KATP dans les 
neurones POMC les rend insensibles au glucose qui n’est plus capable de réguler leur 
activité (Parton et al. 2007). L’oxydation du glucose par les mitochondries permet 
également la production de ROS (dérivés réactifs de l’oxygène). En effet, les hauts 
niveaux de glucose augmentent la production de ROS dans les neurones POMC et le 
jeûne prolongé entraine une réduction de la production ROS dans les neurones POMC et 
une inactivation de ces neurones (Andrews et al. 2008; Dagon et al. 2012; Diano and 
Horvath 2012). Ainsi, les ROS peuvent agir de façon directe sur l’activité électrique des 
neurones POMC (Diano and Horvath 2012). 
Le rôle controversé de l’insuline sur l’activité des neurones POMC 
L’insuline est une hormone anorexigène produite par les îlots β du pancréas qui permet 
de réguler la glycémie. Cette hormone module l’activité des neurones POMC (Könner et 
al. 2007; Lin et al. 2010). Cependant la nature de cette modulation est controversée. En 
effet, des études montrent que l’insuline inhiberait l’activité électrique des neurones 
POMC (Plum et al. 2006; Williams et al. 2010), alors que d’autres montrent que l’insuline 
activerait les neurones POMC (Qiu et al. 2014). Cette discordance semble être due à la 
nature de l’insuline utilisée. En effet, Williams et ses collaborateurs ont utilisé une 
formulation d’insuline contenant du zinc, qui pourrait faciliter l’activation des neurones 
POMC (Williams et al. 2010) alors que Qiu et ses collaborateurs ont travaillé avec de 
l’insuline purifiée, sans ions zinc, et ont trouvé que l’insuline dépolarise les neurones 
POMC via les canaux TRPC5 (Qiu et al. 2014). 
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L’étude d’un modèle mutant pour le récepteur à l’insuline dans l’hypothalamus pour 
lequel la réexpression du récepteur est induite uniquement dans les neurones POMC 
montre que  les contacts synaptiques inhibiteurs sur les neurones POMC sont réduits en 
corrélation avec une augmentation de la dépense énergétique, une résistance à l’insuline 
exacerbée et une augmentation de la production hépatique de glucose (Lin et al. 2010). 
Cependant l’ablation du récepteur à l’insuline spécifiquement dans les neurones ne 
semble pas avoir d’effet sur la prise alimentaire et le métabolisme du glucose (Hill et al. 
2010). L’ensemble de ces résultats ne permet pas de dresser un modèle simple sur le 
rôle de l’insuline sur les neurones POMC mais indiquent dans tous les cas une 
modulation probable de l’activité de ces neurones par l’insuline. 
Le système endocannabinoïde, un modulateur de l’activité des neurones POMC 
Les endocannabinoïdes qui incluent le 2-arachidonylglycérol (2-AG) et l’anandamide 
(AEA), modulent la transmission synaptique via des récepteurs couplés à une protéine G, 
appelés récepteurs aux cannabinoïdes de type 1 (CB1R) et de type 2 (CB2R). 
L’importance de ce système dans le contrôle de la balance énergétique ne fait plus de 
doute. Ce système jouerait d’ailleurs un rôle à la fois dans le contrôle homéostatique de 
la prise alimentaire et dans ses aspects hédoniques et motivationnels (Lau et al. 2017). 
Au niveau hypothalamique, une colocalisation entre les ARN messagers de CB1R et de 
neuropeptides impliqués dans les circuits de la prise alimentaire tels que CRH, CART, 
prepro-orexine et MCH a montré pour la première fois la présence de ce système au sein 
des circuits contrôlant la balance énergétique (Cota et al. 2003). Puis la présence de 
CB1R a été montrée dans différents types de neurones : les neurones à orexines 
(Cristino et al. 2013), les neurones SF-1 (Cardinal et al. 2014), les neurones Sim-1 
(Cardinal et al. 2015) et les neurones POMC ((Koch et al. 2015a; Morello et al. 2016). Les 
agonistes CB1R peuvent stimuler la prise alimentaire, même chez la souris rassasiée 
(Koch et al. 2015a). De manière surprenante, ce traitement active les neurones POMC et 
cette activation est même nécessaire pour stimuler la prise alimentaire. Cette fonction 
inhabituelle pour les neurones POMC serait liée à une plasticité « neurochimique » de 
ces neurones. En effet, l’activation du CB1R sur les neurones POMC inhibe la formation 
d’α-MSH et sa libération au profit d’une synthèse et d’une libération accrues de β-
endorphine qui serait impliquée dans la réponse comportementale. 
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Les neurones POMC sont également sous contrôle de neurones à orexines, localisés dans 
l’aire hypothalamique latérale. Le contrôle des orexines sur les neurones POMC implique 
une production d’endocannabinoïdes par les neurones POMC et une autorégulation via 
les récepteurs CB1R ce qui réduit in fine l’expression et la libération d’α-MSH (Morello et 
al. 2016). 
Si les endocannabinoïdes peuvent médier les effets morphogènes de la leptine qui 
provoque une réorganisation synaptique au niveau des neurones à orexines (Cristino et 
al. 2013), on ne sait pas actuellement si un tel mécanisme endocannabinoïdes-
dépendant est aussi impliqué dans le remodelage synaptique du système à 
mélanocortine sous action de la leptine. 
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b) Les neurones AgRP, « neurones de la faim » 
Les neurones orexigènes AgRP stimulent la prise alimentaire lorsqu’ils sont activés 
(Aponte et al. 2011). Ils expriment le peptide AgRP qui présente une haute affinité pour 
le récepteur MC4R dont il est l’antagoniste (Cone 2005). Le peptide AgRP est exprimé 
uniquement dans le noyau arqué de l’hypothalamus (Hahn et al. 1998). Dans la grande 
majorité des neurones, il est exprimé en même temps que le neuropeptide Y (NPY) qui 
présente de nombreuses fonctions au niveau cérébral dont celle d’être orexigène. Chez 
la souris, il y a environ 450 neurones AgRP tous situés au niveau du noyau arqué (Hahn 
et al. 1998). Ces neurones expriment en grande majorité le peptide NPY et le nombre de 
cellules NPY positives dans le noyau arqué s’élève à 8000 cellules (Lemus et al. 2015). 
Des études en immunohistochimie ont montré que ces neurones se situent de part et 
d’autre du troisième ventricule de façon plus proximale que les neurones POMC qui sont 
plus latéraux (Cowley et al. 2001). Les neurones AgRP projettent vers le noyau du lit de 
la strie terminale, le noyau central de l’amygdale, le noyau paraventriculaire et l’aire 
latérale de l’hypothalamus et innervent également les neurones POMC au sein du noyau 
arqué (Cone 2005). 
Les neurones AgRP sont de nature GABAergique (Pu et al. 1999). Jusqu’à présent, le rôle 
orexigène des neurones AgRP était résumé à leur action directe sur les neurones POMC 
via une inhibition GABA- et NPY-dépendante et une action antagoniste compétitive sur 
les neurones MC4R via le peptide AgRP (Cone 2005; Morton et al. 2006). Des études 
pharmacologiques, anatomiques et optogénétiques récentes ont permis de mettre en 
évidence d’autres modes d’action des neurones POMC et des neurones AgRP du noyau 
arqué sur la régulation de la prise alimentaire. En effet, le signaling MCR n’est pas 
systématiquement requis par les neurones AgRP pour médier leur effet orexigène, ce qui 
a été illustré dans deux différents modèles. Le premier modèle est une ablation sélective 
des neurones AgRP chez l’adulte. Cette procédure réduit le tonus GABAergique 
provenant des neurones AgRP dans une région impliquée dans la sensorialité du goût, le 
noyau parabrachial (PBN) dans le tronc cérébral, ce qui cause une inhibition totale de la 
prise alimentaire et à long terme une mort par famine (Luquet 2005; Wu et al. 2008; Wu, 
Boyle, and Palmiter 2009). Dans ce circuit, l’innervation AgRP du PBN maintient la prise 
alimentaire chez la souris d’une manière mélanocortine indépendante (Wu et al. 2008). 
Le second modèle comprend une activation chimique en pharmacogénétique ou 
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lumineuse en optogénétique des neurones du système à mélanocortine chez la souris. 
Ces expériences montrent qu’une activation spécifique des neurones AgRP est suffisante 
pour stimuler rapidement une prise alimentaire vorace chez l’animal nourri (Aponte et 
al. 2011; Krashes et al. 2011). Le mutant Lethal yellow présente une inhibition 
constitutive des récepteurs MCR par une expression ectopique de l’antagoniste Agouti. 
Or, chez ce mutant, l’activation lumineuse des neurones AgRP induit toujours une prise 
alimentaire vorace lors de l’activation lumineuse des AgRP malgré le blocage de la voie 
de signalisation de la mélanocortine par Agouti. La voie de signalisation du MCR n’est 
donc pas nécessaire aux neurones AgRP pour initier la prise alimentaire (Aponte et al. 
2011). A l’inverse, la photo-activation des neurones POMC réduit la prise alimentaire, 
mais cet effet anorexigène est bloqué chez le mutant Lethal yellow (Aponte et al. 2011). 
L’inhibition de la prise alimentaire par les neurones POMC requiert donc le signaling de 
la mélanocortine. D’autres études révèlent que les neurones AgRP contrôlent différentes 
phases de la prise alimentaire. Les neurotransmetteurs GABA et NPY sont impliqués 
dans le contrôle de la prise alimentaire à très court terme tandis qu’à l’instar des 
neurones POMC du noyau arqué, le peptide AgRP contrôle la prise alimentaire sur des 
durées plus longues en agissant sur MC4R (Aponte et al. 2011; Atasoy et al. 2012; 
Krashes et al. 2013; Zhan et al. 2013). Un nombre croissant de résultats suggère que les 
neurones POMC et les neurones AgRP ne contrôlent pas uniquement la prise alimentaire 
adaptative mais aussi les comportements motivationnels de la prise alimentaire 
(Krashes et al. 2013), la préférence pour les flaveurs (Betley et al. 2015), l’anorexie due à 
un malaise viscéral (Carter et al. 2013) et les comportements relatifs à la récompense 
(Dietrich et al. 2012). De plus, ces neurones contribuent à la régulation anticipée du 
comportement alimentaire en prenant en compte la valeur nutritionnelle et la 
disponibilité de la nourriture en parallèle de l’état physiologique interne (Chen et al. 
2015). Il semble que le contrôle de ces différents aspects du comportement alimentaire 
repose sur l’existence de différents circuits parallèles issus des différentes sous-
populations de neurones AgRP (Betley et al. 2013). 
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5. Plasticité du système à mélanocortine adulte 
La plasticité neurale désigne la capacité du tissu nerveux à modifier sa structure et sa 
fonction en fonction de l’expérience. Cette caractéristique repose sur la propriété du 
neurone à pouvoir modifier son activité en adaptant sa réactivité, son contenu 
moléculaire et ses connections. Au niveau synaptique, la plasticité inclue des processus 
fonctionnels qui renforcent ou inhibent les synapses déjà existantes, en modulant la 
probabilité de relargage des neurotransmetteurs, la quantité et la conductance des 
récepteurs post synaptiques, mais elle inclue aussi des modifications structurales qui 
consistent en la formation ou l’élimination de synapses. L’hypothalamus, qui assure la 
stabilité du milieu interne, est une région cérébrale propice à la plasticité synaptique 
(Theodosis and Poulain 1993).  
Le concept selon lequel l’hypothalamus mature est capable de plasticité morphologique 
en réponse aux variations de l’état physiologique et aux signaux hormonaux n’est pas 
récent. Dans les années 80, la réorganisation synaptique dans le système à ocytocine a 
été mise en évidence pendant la lactation et en réponse à des changements dans 
l’homéostasie hydrique (Theodosis and Poulain 1993).  Dans la même période, un 
remodelage synaptique a été découvert dans l’hypothalamus en réponse aux hormones 
stéroïdes sexuelles et durant le cycle estrien.  Ce mécanisme hormono-dépendent de 
plasticité synaptique affecte les neurones à GnRH impliqués dans le contrôle central de 
la reproduction (Garcia-Segura, Lorenz, and DonCarlos 2008; Hung et al. 2003; Lehman 
et al. 1988; Witkin et al. 1991).  
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1) Plasticité en réponse aux hormones  
Durant les deux dernières décennies, Tamas Horvath et ses collaborateurs ont 
clairement établi que le système à mélanocortine est un réseau hypothalamique dont la 
connectivité est affectée par les variations des taux d’hormones circulantes. Ces études 
convaincantes sont basées sur des paradigmes de déplétion-supplémentation 
hormonale in vivo combinés à des explorations approfondies de l’organisation 
synaptique des neurones POMC et des neurones NPY du noyau arqué. Dans la première 
étude, la situation synaptique du mutant ob/ob, qui présente une mutation sur le gène 
de la leptine générant une déficience en leptine, a été comparée à celle de la souris 
sauvage, saine, et de la souris ob/ob supplémentée en leptine. Des études  en 
microscopie électronique sur des sections de cerveau fixé combinées à des 
enregistrements en électrophysiologie sur des tranches de cerveaux ex vivo ont révélé i) 
que la composition des synapses apposées sur les neurones du système à mélanocortine 
chez le mutant ob/ob diffère de la souris contrôle et ii) que l’apport de leptine exogène 
induit un changement de composition des afférences synaptiques reçues par les 
neurones POMC dans l’hypothalamus adulte, en augmentant notamment les synapses 
excitatrices apposées sur les neurones POMC 6h après injection en intrapéritonéale. Des 
effets opposés ont été montré sur les neurones NPY/AgRP (Pinto et al. 2004). Les 
changements synaptiques induits par la leptine sont cohérents avec l’effet anorexigène 
de cette hormone et suggèrent qu’une relation de cause à effet doit exister entre l’effet 
morphogène et le comportement alimentaire (Figure 2). 
Des stratégies similaires ont été utilisées pour mettre en évidence les propriétés 
remodelantes de l’estradiol et de la corticostérone. Le traitement à l’estradiol chez la 
rate ovariectomisée provoque une augmentation des synapses excitatrices sur les 
neurones POMC, corrélée à une augmentation de leur activité électrique et de leur tonus 
excitateur, en accord avec l’effet anorexigène de l’estradiol (Gao et al. 2007). 
L’adrénalectomie et la diminution de corticostérone circulante associée provoquent un 
remodelage sur les neurones POMC et les neurones AgRP/NPY (Gyengesi et al. 2010). 
Les synapses inhibitrices contactant les neurones POMC sont diminuées et les synapses 
excitatrices contactant les neurones AgRP/NPY sont diminuées, ce qui est cohérent avec 
l’effet anorexigène de la corticostérone. Le nombre de synapses revient au niveau de la 
souris intacte après traitement exogène à la corticostérone (Gyengesi et al. 2010). Les 
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effets de ces hormones sur l’organisation du système à mélanocortine du noyau arqué 
sont donc systématiquement cohérents avec leurs actions physiologiques.  
D’autres études ont également montré que l’injection de ghréline chez des souris 
sauvages induisait également un remodelage synaptique sur les neurones POMC et les 
neurones AgRP/NPY (Andrews et al. 2008; Pinto et al. 2004). Toutes ces observations 
indiquent que le système à mélanocortine conserve une capacité de plasticité synaptique 
chez l’adulte en réponse à des signaux métaboliques et en particulier aux hormones, 
telles que la leptine, la ghréline, la corticostérone ou l’estradiol. 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3: Représentation schématique de la plasticité synaptique du système à 
mélanocortine due à l’hormone leptine (d’après Pinto et al, 2004) Chez la souris ob/ob, 
les synapses apposées sur les neurones AgRP/NPY et les neurones POMC diffèrent en 
termes de nombre et de type de synapses de ceux rencontrés chez la souris contrôle. Les 
synapses excitatrices sont plus nombreuses sur les neurones AgRP/NPY et moins 
nombreuses sur les neurones POMC. Les synapses inhibitrices sont diminuées sur les 
neurones AgRP/NPY et augmentées sur les neurones POMC. Ces configurations 
synaptiques sont corrélées avec une hyperphagie dans ce modèle. L’injection de leptine 
en intrapéritonéale chez la souris ob/ob entraine en 6h un rétablissement de la 
connectivité dans le système à mélanocortine vers une configuration semblable à celle 
rencontrée chez la souris contrôle. 
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2) Plasticité en réponse à un changement de l’état nutritionnel 
La plasticité du système à mélanocortine dans le cerveau a été initialement mis en 
évidence en réponse à un traitement hormonal de substitution lors d’une perte de 
fonction génétique  comme chez le mutant ob/ob, ou lors d’une ablation chirurgicale de 
glandes endocrines comme chez la rate ovariectomisée ou chez la souris 
adrenalectomisée. Ces résultats ont changé notre compréhension du mode de régulation 
des hormones sur le système à mélanocortine en révélant une propriété fondamentale 
de ce système : sa plasticité. 
Une seconde avancée a eu lieu dans les années 2010 lorsqu’il a été montré un 
réarrangement synaptique sur les neurones POMC et AgRP en réponse à un changement 
de l’état nutritionnel chez la souris intacte « normale », en dehors de tout désordre 
génétique ou manipulation chirurgicale. 
On sait depuis longtemps qu’en condition de balance énergétique positive, les hauts 
niveaux de leptine circulante peuvent  stimuler les neurones POMC du noyau arqué et 
activer la voie du MC4R en aval (Cowley et al. 2001; Vong et al. 2011; Yang et al. 2011). 
On a découvert récemment que la leptine pouvait exercer son rôle anorexigène via une 
signalisation indirecte complexe impliquant les neurones POMC. En effet, la leptine peut 
inhiber le tonus AgRP en réduisant le tonus excitateur appliqué sur ces neurones et ce 
mécanisme implique une signalisation par le récepteur aux opioïdes. Dans le détail, la 
leptine favorise le relargage de β-endorphine issues des neurones POMC ce qui inhibe 
finalement l’activité glutamatergique de neurones inconnus (dont le neuropeptide n’a 
pas été caractérisé) qui innervent les neurones AgRP (Yang et al. 2011). 
A l’opposé, la privation de nourriture induit un remodelage synaptique sur les neurones 
POMC et les neurones AgRP (Liu et al. 2012a; Vong et al. 2011; Yang et al. 2011). La 
ghréline orexigène, dont les niveaux sont élevés après une mise à jeun (Tschöp, Smiley, 
and Heiman 2000), favorise un relargage glutamatergique et cela est lié à l’apposition de 
nouveaux contacts synaptiques excitateurs sur les neurones AgRP (Yang et al. 2011). Les 
voies intracellulaire du Ca2+ et de l’AMPK sont nécessaires pour déclencher ce 
phénomène dans les neurones glutamatergiques présynaptiques (Yang et al. 2011). Les 
récepteurs au N-méthyl-d-aspartate (NMDA) et l’activation de la spinogénèse dans les 
neurones AgRP sont également requis pour augmenter l’activité AgRP pendant le jeûne 
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(Liu et al. 2012b). De plus, la chute des taux de leptine circulante durant le jeûne 
augmente le tonus inhibiteur sur les neurones POMC (Vong et al. 2011; Yang et al. 2011). 
Cette inhibition pourrait provenir de l’innervation des neurones POMC par les neurones 
AgRP GABAergiques activés par la ghréline (Atasoy et al. 2012; Cowley et al. 2001; Tong 
et al. 2008; Vong et al. 2011) mais aussi et surtout de l’apparition de nouveaux contacts 
inhibiteurs sur les neurones POMC provenant de neurones GABAergiques non-AgRP 
(Vong et al. 2011) (Figure 3). 
Le modèle de reconnexion neuronale induit par la privation de nourriture implique deux 
signaux opposés opérant sur plusieurs cibles cellulaires. La ghréline, dont les taux 
s’élèvent, favorise l’apparition de nouvelles synapses excitatrices sur les neurones 
POMC, tandis que l’effondrement de la leptine permet l’apparition de nouvelles synapses 
inhibitrices sur les neurones POMC. Par ailleurs, la suralimentation constitue également 
une situation métabolique particulière qui stimule la plasticité du système à 
mélanocortine. 
En effet, l’application d’un régime gras pendant 3 jours chez la souris augmente les 
afférences excitatrices reçues par les neurones POMC (Benani et al. 2012). Cette 
observation indique que la plasticité synaptique sur les neurones POMC et les neurones 
AgRP n’est pas une réponse spécifique à la mise à jeun mais est déclenchée lors d’une 
déviation de la balance énergétique positive ou négative. Les voies moléculaires sous 
tendant ces phénomènes diffèrent probablement selon la situation. 
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Figure 4 : Représentation schématique de la plasticité synaptique sur les neurones 
POMC et AgRP en fonction de l’état nutritionnel (adaptée d’après Nuzzaci et al, 2015). 
Deux états nutritionnels sont comparés : l’état nourri ad libitum et l’état mis à jeûn 
pendant 24h. Chez l’animal nourri, les taux de leptine circulante permet l’activation des 
neurones POMC qui agissent sur les neurones MC4R afin d’inhiber la prise alimentaire. 
En parallèle, ils sécrètent de la β-endorphine qui permet d’inactiver un neurone 
glutamatergique (en rose). Après 24h de jeûne, les taux élevés de ghréline circulante 
active le neurone glutamatergique (en rose) qui génère des synapses excitatrices 
glutamatergiques qui active le neurone AgRP. Le neurone AgRP activé sécrète de l’AgRP 
qui agit sur les neurones MC4R comme antagoniste. Le neurone AgRP sécrète également 
du GABA qui va inhiber de façon directe le neurone POMC. De plus, des synapses GABA 
nouvellement formées provenant d’un neurone GABAergique non identifié renforce 
l’inhibition directe du neurone POMC par le neurone AgRP. 
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3) Le rôle physiologique de la plasticité synaptique du système à 
mélanocortine 
La capacité du cerveau à reconfigurer ses réseaux neuronaux selon des modalités 
structurales et fonctionnelles en fonction de l’expérience montre la faculté d’adaptation 
de cet organe face à un environnement changeant. Les réarrangements synaptiques sur 
les neurones POMC et les neurones AgRP en réponse aux signaux métaboliques 
pourraient être un modulateur de la réactivité du système à mélanocortine dans le but 
de contrôler le comportement alimentaire en accord avec la disponibilité en énergie. Cet 
attribut permettrait d’éviter des réponses stéréotypées et des comportements mal 
adaptés. Par exemple, chez les animaux à jeun, le remodelage synaptique sur les 
neurones AgRP et les neurones POMC pourrait contribuer à augmenter la sensibilité 
pour les signaux métaboliques et augmenter le seuil des signaux de satiété afin 
d’augmenter la prise alimentaire suite à une privation de nourriture. Cependant cette 
relation de cause à effet n’a jamais été établie formellement. Néanmoins, l’implication de 
la plasticité du système à mélanocortine dans la régulation de la prise alimentaire et de 
l’homéostasie énergétique est très probable. En effet, le réarrangement synaptique sur 
les neurones POMC ou AgRP a lieu chez l’adulte en réponse à une déviation positive ou 
négative d’un état métabolique basal, à savoir des situations qui nécessite une régulation 
centrale du métabolisme énergétique et du comportement alimentaire (Benani et al. 
2012; Liu et al. 2012; Yang et al. 2011). De plus, le réarrangement synaptique sur les 
neurones POMC et/ou AgRP causé par un déséquilibre métabolique est cohérent avec 
l’activation d’une réponse médiée par les changements d’activités neuronales POMC 
et/ou AgRP à savoir une augmentation du tonus orexigène ou anorexigène de la part de 
ce système selon les cas. Cette hypothèse est renforcée par le fait que les hormones 
affectent la synaptologie des neurones AgRP et des neurones POMC d’une manière 
cohérente avec leurs effets sur la prise alimentaire et la régulation du poids corporel 
(Gao et al. 2007; Gyengesi et al. 2010; Pinto et al. 2004; Yang et al. 2011). Enfin, la 
suppression de PSA, molécule permissive favorisant la plasticité synaptique, inhibe le 
recablage des neurones POMC durant un régime hypercalorique et surtout altère la 
normalisation de la prise énergétique qui en découle (Benani et al. 2012). Ces résultats 
suggèrent que le recablage des neurones POMC induit par le régime gras contribue au 
contrôle homéostatique de la prise alimentaire. Des études plus approfondies basées sur 
la manipulation cellule-spécifique de la plasticité synaptique chez l’adulte par opposition 
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au retrait de PSA non ciblé sont désormais nécessaires pour caractériser les 
conséquences physiologiques des mécanismes de plasticité induite par des changements 
de l’état nutritionnel. 
4) Autres mécanismes de plasticité neurale provoqués par un désordre 
métabolique 
La plasticité synaptique du système à mélanocortine est considérée comme un 
processus adaptatif activé par des variations drastiques d’hormones circulantes 
apparaissant lors de circonstances métaboliques extrêmes. D’autres processus de 
plasticité sont mis en jeu en réponse à ces challenges métaboliques. Le statut 
métabolique pourrait ainsi modifier le renouvellement cellulaire dans les circuits 
neuronaux contrôlant la balance énergétique. Une exposition brève de 3 jours à un 
régime gras stimule le renouvellement cellulaire dans l’hypothalamus (Gouazé et al. 
2013). Cela semble affecter des cellules gliales matures aussi bien que des précurseurs 
de cellules neuronales. D’ailleurs, une fraction de cellules néoformées adoptent un 
phénotype POMC à 3 semaines d’exposition au régime gras (Gouazé et al. 2013). Cela 
indique que le renouvellement cellulaire est accéléré durant un déséquilibre 
métabolique et suggère que la maturation des cellules nouvellement formées est régulée 
de façon nutritionnelle dans le but de maintenir l’homéostasie énergétique.  A plus long 
terme, lorsque la pression calorique se poursuit pendant 2 à 6 mois, on ne détecte plus 
de différences de nombre de neurones POMC dans le noyau arqué (Lemus et al. 2015). 
Toutefois, une exposition plus longue, de 8 mois,  induit une diminution du nombre de 
neurones POMC dans le noyau arqué précédée d’une augmentation de l’autophagie au 
sein de ces neurones et d’une augmentation de la protéine chaperonne Hsp72, impliquée 
dans la régulation négative de l’apoptose (Thaler et al. 2011). Cette perte de neurones 
POMC à long terme serait donc liée à un processus neurodégénératif favorisé par 
l’exposition chronique à une diète non physiologique. D’autres processus cellulaires sont 
déclenchés en parallèle lors de modifications de l’état métabolique. Par exemple, un 
jeûne de 24h peut induire un remodelage de la barrière tanycytaire et change la 
perméabilité des capillaires de l’éminence médiane et du noyau arqué de 
l’hypothalamus (Langlet et al. 2013). Ce mécanisme modifie la diffusion de facteurs 
sanguins depuis le compartiment sanguin vers le parenchyme du noyau arqué et. Ces 
remodelages structuraux dans les centres cérébraux de la prise alimentaire pourraient 
renforcer une plasticité fonctionnelle basée sur des mécanismes pharmacologiques dans 
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les circuits neuronaux. Ainsi, le régime gras induit une suppression transitoire des 
neuropeptides orexigènes au profit des neuropeptides anorexigènes (Ziotopoulou et al. 
2000). Les neuropeptides sécrétés par les neurones POMC peuvent également varier de 
façon sélective, ce qui va augmenter la plasticité du système neuronal. En effet, 
l’activation du récepteur aux endocannabinoïdes CB1R induit un relargage de β-
endorphine et non plus de α-MSH dans une fraction de neurones POMC, changeant dans 
ces conditions la fonction de ces neurones, au départ anorexigènes mais qui deviennent 
orexigènes (Koch et al. 2015). D’une façon intéressante, la neurotransmission dans le 
système dopaminergique de la VTA est également régulée par l’état métabolique et par 
la voie des endocannabinoïdes (Labouebe et al. 2013). Ce mécanisme pourrait réguler 
l’activité anticipatoire à la consommation d’aliments et la préférence alimentaire. Ainsi 
la plasticité du système à la mélanocortine pourrait être un élément particulier d’un 
ensemble de mécanismes variés et nombreux, tous déclenchés lors de déséquilibres 
métaboliques. Ces mécanismes complémentaires, basés sur des changements 
structuraux mais aussi fonctionnels, semblent être mis en œuvre au sein de différents 
circuits homéostatiques et hédoniques.  
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6. Les cellules gliales, acteurs dans le contrôle de la balance 
énergétique 
1) Les astrocytes régulent la connectivité des neurones du système à 
mélanocortine 
Longtemps considérés comme un support physique des réseaux neuronaux, il est 
maintenant bien établi que les astrocytes ont également une fonction dans la régulation 
de l’activité neuronale et de la physiologie cérébrale. En effet, ces cellules en forme 
d’étoile peuvent réguler le microenvironnement neuronal en agissant au niveau de la 
barrière hématoencéphalique grâce à leurs prolongements contactant les vaisseaux 
sanguins (Abbott et al. 2010). Ils peuvent sécréter des facteurs modulant la pression 
sanguine au niveau local (Metea 2006; Zonta et al. 2002). Ils contrôlent ainsi les 
molécules délivrées aux neurones. Les astrocytes jouent également un rôle dans 
l’établissement des réseaux neuronaux en influençant la différentiation et la 
prolifération des neurones ainsi que la synaptogénèse au cours du développement 
(Clarke and Barres 2013; Nedergaard, Ransom, and Goldman 2003). Il a également été 
montré que les astrocytes sous forme de réseau astrocytaire peuvent moduler la 
transmission synaptique à distance en communiquant via des jonctions cellulaires 
communicantes (Bennett et al. 2003; Rouach et al. 2008). Les astrocytes peuvent 
moduler la transmission synaptique directement en recaptant le glutamate, protégeant 
ainsi les neurones contre l’excitotoxicité glutamatergique provoquée par un excès de 
neurotransmetteurs au niveau de la fente synaptique (Araque et al. 1999; Nedergaard et 
al. 2003; Ransom, Behar, and Nedergaard 2003). Enfin, l’astrocyte est capable de 
sécréter des gliotransmetteurs pouvant moduler la force synaptique tel que l’adénosine, 
la D-sérine ou encore le glutamate et le facteur TNFα (Gordon et al. 2005, 2009; Halassa 
et al. 2009; Jourdain et al. 2007; Kang et al. 1998; Panatier et al. 2006; Perea, Navarrete, 
and Araque 2009; Zhang et al. 2004). 
Les astrocytes sont, comme certains neurones, sensibles aux signaux métaboliques 
sanguins tels que le glucose. En effet, ce sont les premières cellules  à capter le glucose 
sanguin dû à leur place privilégiée au niveau de la barrière hémato-encéphalique 
(Guzmán and Blázquez 2001). Les pieds astrocytaires contactant les vaisseaux sanguins 
expriment le transporteur au glucose GLUT-1 (Kacem et al. 1998; Morgello et al. 1995; 
Vannucci, Maher, and Simpson 1997). Au niveau de ces cellules, le glucose est stocké 
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sous forme de glycogène ou est métabolisé sous forme de lactate destiné aux neurones 
(Levin et al. 2011). De plus, l’augmentation du transport du glucose et de sa 
métabolisation dans les astrocytes est corrélée à une augmentation de l’activité 
neuronale (Levin et al. 2011).  
D’une façon intéressante, les astrocytes présents au niveau des régions impliquées dans 
le contrôle de la balance énergétique expriment un autre transporteur au glucose, GLUT-
2, qui semble être impliqué dans la détection du glucose au niveau cérébral qui permet 
de réguler la glycémie ainsi que la prise alimentaire (Marty et al. 2005; Stolarczyk et al. 
2010). De plus, la perte de capacité de GLUT-2 à détecter le glucose sans modification de 
sa fonction de transport entraine une augmentation de la prise alimentaire (Stolarczyk 
et al, 2010). Les astrocytes sécrètent également des endozépines, facteurs connus pour 
leur effet anorexigène (do Rego et al. 2007). Les astrocytes participeraient à l’intégration 
de fluctuations de glycémie en agissant sur le système à mélanocortine (Lanfray et al. 
2013). 
Les astrocytes pourraient également participer à la détection et à l’intégration des 
signaux métaboliques de nature lipidique. Ils peuvent en effet métaboliser des acides 
gras à longue chaine (Bouyakdan et al. 2015) et sont d’ailleurs le principal acteur de 
l’oxydation des acides gras au niveau cérébral (Auestad et al. 1991; Guzmán and 
Blázquez 2001). L’oxydation des acides gras dans les astrocytes hypothalamiques est 
modulée par le glucose qui inhibe ce processus par la voie AMPK (Taïb et al. 2013). Les 
astrocytes expriment également le récepteur PPARγ qui participe à la détection des 
lipides au niveau cérébral (Cristiano et al. 2005; Heneka and Landreth 2007) et le 
transporteur lipidique ApoE (Boyles et al. 1985; Krul and Tang 1992), qui agit comme un 
facteur anorexigène en médiant les effets de la leptine (Shen et al. 2008). Les corps 
cétoniques produits par l’oxydation des acides gras dans les astrocytes peuvent être 
utilisés par les neurones comme source d’énergie en situation de jeûne (Auestad et al. 
1991; Blazquez et al. 1999; Panov et al. 2014) mais leur synthèse est également présente 
lors d’une exposition chronique à un régime riche en lipides, ce qui perturbe 
l’intégration des signaux lipidiques et le contrôle de la balance énergétique (Le Foll et al. 
2014). 
Il est également connu que les astrocytes expriment les récepteurs aux hormones 
pouvant réguler la balance énergétique comme la leptine, l’insuline, la ghréline et les 
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glucocortocoïdes ce qui renforce le concept d’une régulation énergétique par les 
astrocytes (Argente-Arizon et al. 2015; García-Cáceres et al. 2011) (Figure 4). Les 
astrocytes de l’hypothalamus expriment le récepteur à la leptine LepR sous différentes 
isoformes. Le taux d’expression de LepR semble être région-dépendante avec le plus 
grand taux d’expression dans l’hypothalamus (García-Cáceres et al. 2011). L’expression 
de ce récepteur est augmentée chez le rongeur obèse dans les cellules GFAP positives, 
majoritairement les astrocytes (Diano, Kalra, and Horvath 1998; Hsuchou, He, et al. 
2009; Hsuchou, Pan, et al. 2009; Kim et al. 2014; Pan et al. 2008). De plus la morphologie 
des astrocytes est modifiée par la leptine (García-Cáceres et al. 2011; Kim et al. 2014) et 
ces modifications morphologiques pourraient influencer les synapses reçues par les 
neurones POMC et les neurones NPY qui contrôlent la prise alimentaire (Kim et al. 
2014). En effet, la couverture astrocytaire présente à la surface de ces neurones module 
les configurations synaptiques entre neurones en favorisant les contacts synaptiques 
par un retrait des prolongements astrocytaires ou à l’inverse en rendant la membrane 
des corps cellulaires inaccessible aux contacts synaptiques par une augmentation des 
contacts astrocytaires sur les somas POMC et les somas NPY (Horvath et al, 2010). De 
plus, la réponse à la leptine au niveau glial provoque une augmentation de la production 
de cytokines par les astrocytes (García-Cáceres et al. 2011). La leptine modifie 
également la production de glutamate et de glucose par les astrocytes (Fuente-Martiń et 
al. 2012), et peut modifier le recaptage du glutamate par ces cellules et moduler la 
transmission synaptique. Ainsi les effets de la leptine sur l’astrocyte sont multiples, i) 
générant des médiateurs pouvant influencer les circuits neuronaux contrôlant l’appétit 
et le poids, ii) modifiant la connectivité de ces circuits et iii) agissant sur la transmission 
synaptique, probablement de ces mêmes circuits. 
Récemment, il a été montré que l’ablation en post-natal du récepteur à l’insuline 
spécifiquement dans les astrocytes influence l’activité des neurones POMC. En effet, la 
détection du glucose par ces neurones est diminuée, la densité de leur réseau 
mitochondrial est altérée et leur couverture astrocytaire est diminuée à leur périphérie 
(García-Cáceres et al. 2016). Cela s’accompagne de dérégulation du contrôle glycémique 
périphérique. 
Concernant la sensibilité astrocytaire à la ghréline, les études sont encore rares. La 
ghréline peut agir sur les astrocytes hypothalamiques, notamment en modifiant 
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l’expression des transporteurs du glucose et du glutamate, mais son effet via ces cellules 
sur la balance énergétique reste finalement inconnu (García-Cáceres et al. 2014). 
La sensibilité des astrocytes aux hormones et aux nutriments permet d’émettre 
l’hypothèse que les astrocytes réguleraient la balance énergétique. De plus en plus 
d’études décrivent le rôle de ces cellules gliales en relation avec les neurones du système 
à mélanocortine du noyau arqué. Kim et ses collaborateurs ont montré en 2014 que 
l’ablation génétique du récepteur à la leptine spécifiquement dans les astrocytes modifie 
l’activité des neurones POMC et des neurones AgRP  ainsi que les contacts astrocytaires 
présents sur leurs somas et que cela pouvait altérer le comportement alimentaire (Kim 
et al. 2014). En parallèle, Il a été montré que les astrocytes ont un rôle dans le maintien 
de l’homéostasie énergétique via la voie NFκB. L’inhibition lors de la suralimentation de 
cette voie dans les astrocytes conduit à une mauvaise régulation de la prise alimentaire 
24h après mise sous régime riche en lipides (Buckman et al. 2015). De plus, les 
astrocytes modifient leur morphologie après un jeûne prolongé et ces modifications 
morphologiques sont retrouvées après une activation constitutive de NFᴋB (Zhang et al. 
2017)  Enfin, des études plus récentes utilisant la technologie DREADD (Designer 
Receptors Exclusively Activated by Designer Drugs) renforcent le concept selon lequel 
les astrocytes contrôleraient le comportement alimentaire. Les DREADD sont des 
récepteurs muscariniques modifiés permettant selon leur couplage aux protéines G 
inhibitrices ou activatrices, d’inhiber ou d’activer des cellules après liaison au ligand 
exogène clozapine (CNO). Cette technique est largement utilisée pour manipuler 
l’activité des neurones et commence à être employée en ce qui concernent la 
manipulation des astrocytes. Yang et ses collaborateurs ont montré que l’activation des 
astrocytes par les DREADD couplés à une protéine Gq diminue la prise alimentaire 
basale en deuxième partie de la période nocturne et diminue la prise alimentaire 
stimulée par la ghréline. D’un autre côté, l’activation des astrocytes par les DREADD 
facilite la prise alimentaire lorsque celle-ci est limitée sous l’action de la leptine. A 
contrario, l’inactivation des astrocytes ne modifie pas la prise alimentaire basale mais 
augmente la prise alimentaire induite par la ghréline et diminue la régulation de la prise 
alimentaire par la leptine (Yang, Qi, and Yang 2015). Cette étude montre que l’astrocyte 
tempère les effets des signaux hormonaux sur la prise alimentaire en stabilisant celle-ci 
de manière bidirectionnelle. Ces effets pourraient être dépendants d’un relargage 
astrocytaire d’adénosine sur les neurones AgRP (Yang et al. 2015). Cependant, une autre 
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étude utilisant les mêmes DREADD montrent un effet inverse sur la prise alimentaire 
(Chen et al. 2016). En effet, Chen et ses collaborateurs montrent que l’activation 
DREADD-dépendante des astrocytes du noyau arqué induit i) une augmentation de la 
prise alimentaire globale en période diurne associée à une augmentation du temps passé 
à la mangeoire et à une augmentation du comportement de recherche de nourriture, et 
ii) à une augmentation de la prise alimentaire dans les premières heures de la nuit mais 
sans augmentation de la prise alimentaire globale (Chen et al. 2016). Cette disparité 
dans les résultats de ces deux études montre que le rôle des astrocytes dans le contrôle 
de la prise alimentaire en relation avec les neurones du système à mélanocortine reste 
encore à élucider. 
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Figure 5 : Représentation schématique d’une régulation indirecte possible des neurones 
du système à mélanocortine dans le noyau arqué via les astrocytes (adaptée d’après 
Douglass et al, 2017) 
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2) Rôle des autres cellules gliales dans le métabolisme énergétique 
a) La microglie 
Au niveau cérébral, les cellules responsables de la veille immunologique sont des 
cellules gliales appelées d’une façon générale la microglie. Ces cellules d’origine 
mésodermale sont capables de s’auto-renouveler au niveau cérébral, sans lien avec les 
autres lignées myéloïdes -présentes au niveau de la moelle osseuse (Kettenmann et al. 
2011). La microglie se distingue en différents sous types cellulaires caractérisés par une 
morphologie et une fonction particulière, le sous-type microglie au repos versus 
microglie réactive par exemple (Dalmau et al. 1997). 
Lors d’un dommage cérébral, la microglie devient réactive et cette réactivité est 
notamment due à la libération par la zone endommagée et par la microglie réactive de 
facteurs amplifiant la réactivité microgliale pouvant conduire à une gliose (Block, Zecca, 
and Hong 2007). Chez le rongeur, la mise sous régime riche en lipides de façon 
chronique entraine au niveau cérébral une inflammation à bas bruit au niveau de 
l’hypothalamus qui se caractérise par une activation de la microglie. Cela est visible dès 
3 jours après introduction du régime gras. Cette inflammation pourrait conduire à des 
dommages neuronaux (Thaler et al. 2011). Une gliose est aussi retrouvée chez l’homme 
obèse (Thaler et al. 2011). De plus, une étude récente confirme que l’exposition à un 
régime gras pendant 3 semaines entraine une prolifération cellulaire dans le noyau 
arqué et que ces cellules néoformées seraient de phénotype microglial (André et al. 
2017). Cette réactivité microgliale serait délétère car le blocage de la prolifération 
microgliale entraine une diminution du gain de poids sous régime gras, une 
augmentation de la sensibilité à la leptine ainsi qu’une diminution de l’inflammation 
hypothalamique (André et al. 2017). Pour autant, des résultats opposés ont été 
également obtenus (Gouazé et al. 2013), suggérant un rôle adaptatif de la prolifération 
cellulaire induite précocement par la mise sous régime gras. D’autres études sont donc 
nécessaires pour mieux comprendre le rôle de la microglie dans les phases précoces de 
l’obésité nutritionnelle. 
Ce seraient les acides gras saturés et non les acides gras insaturés qui activent la 
microglie (Milanski et al. 2009). D’ailleurs, la microglie réactive favorise le stress 
neuronal et la résistance à la leptine et ce phénomène est dû à la consommation d’acides 
gras saturés (Valdearcos et al. 2014) . Cette réponse aux acides gras saturés est région 
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spécifique, puisqu’elle n’a lieu que dans l’hypothalamus (Milanski et al. 2009; Thaler et 
al. 2011; Valdearcos et al. 2014). De plus, la déplétion conditionnelle de la microglie ou 
l’atténuation de son activation pendant une exposition à un régime gras a un effet 
protecteur en limitant l’hyperphagie (Valdearcos et al. 2017). La microglie semble 
également sensible aux neuropeptides impliqués dans le contrôle de la balance 
énergétique comme l’α-MSH ou le NPY, qui agissent sur la production de cytokines et 
d’oxyde nitrique dans ces cellules (Delgado et al. 1998; Ferreira et al. 2012; Gonçalves et 
al. 2012). La microglie est sensible aux hormones du métabolisme. En effet, la leptine 
peut activer directement la microglie (Lafrance et al. 2010; Tang et al. 2007) en 
corrélation avec l’augmentation du poids corporel et du régime appliqué (Gao et al. 
2014). La souris ob/ob déplétée pour la leptine présente une activation microgliale 
moins importante que chez la souris contrôle et l’exposition au régime gras de la souris 
ob/ob augmente l’activation microgliale mais sans jamais atteindre les niveaux 
d’activation rencontrés chez la souris contrôle (Gao et al. 2014). De plus, le traitement 
exogène par la leptine de la souris ob/ob induit une augmentation du nombre de cellules 
microgliales et un changement morphologique caractérisé par une augmentation de 
leurs ramifications (Gao et al. 2014). 
L’activation microgliale conduit à une production de cytokines pro-inflammatoires. Il a 
été montré que ces cytokines activent des voies de signalisation telle que la voie NFκB et 
que son activation est impliquée dans le développement de la résistance à l’insuline et 
dans le diabète de type 2 (Shoelson, Lee, and Goldfine 2006). Au niveau central, 
l’ablation de l’inhibiteur de la voie NFκB, IKKβ, notamment dans les neurones AgRP, 
permet de prévenir la résistance à l’insuline chez le rongeur obèse (Purkayastha and Cai 
2013; Zhang et al. 2008). 
Ces données suggèrent  que la microglie et son activation jouent un rôle dans le maintien 
de l’obésité et le développement de pathologies annexes à un poids corporel trop 
important comme le diabète de type 2. 
b) Les tanycytes 
Les tanycytes sont des cellules gliales spécialisées situées en bordure du 3ème ventricule. 
Leur position dorso-ventrale détermine leur sous-types qui sont au nombre de 4 : 
suivant l’axe ventro-dorsal, on rencontre les sous types tanycytaires β2, β1, α2 et α1 
(Rodriguez et al, 2005). Ces cellules présentent une morphologie particulière : elles 
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émettent de longs prolongements en direction du parenchyme cérébral ce qui permet 
aux tanycytes d’être à la fois au contact du fluide cérébro-spinal et des capillaires 
fenestrés de l’éminence médiane. De ce fait, les tanycytes les plus ventraux contribuent à 
l’établissement de la barrière hématoencéphalique (Rodriguez et al, 2007). Leur action 
sur le passage de molécules vers le parenchyme cérébral semble sélective, mais permet 
en tout cas le passage des nutriments et des hormones. Les tanycytes sont aussi 
impliqués dans le contrôle glycémique au niveau central. Les pieds tanycytaires au 
contact des capillaires fenêtrés expriment le transporteur au glucose GLUT-1 permettant 
le passage du glucose du sang vers le 3ème ventricule (Morgello et al, 1995). Les 
tanycytes expriment également le transporteur GLUT-2, impliqué dans la détection 
centrale du glucose (Garcia et al, 2003 ; Millan et al, 2010). Il a été montré par l’équipe 
de Vincent Prévot que les tanycytes ont un rôle dans la régulation du métabolisme 
énergétique, notamment durant le jeûne. En effet, le passage de nutriments et 
d’hormones dans le parenchyme cérébral du noyau arqué est facilité après un jeûne 
prolongé par i) une perméabilité augmentée des vaisseaux sanguins de l’éminence 
médiane et ii) une re-organisation des jonctions serrées entre tanycytes, empêchant le 
passage de nutriments ou d’hormones dans le liquide céphalo-rachidien.  Cette plasticité 
de la barrière hémato-encéphalique est médiée par le facteur VEGF. L’inhibition de la 
voie de signalisation du VEGF induit une mauvaise adaptation comportementale après le 
jeûne se traduisant par une re-alimentation moins intense (Langlet et al. 2013). Ils 
présentent également la capacité de réguler le passage de la leptine dans l’hypothalamus 
en exprimant le récepteur ObR, notamment dans le sous type β2 positionné au niveau de 
l’éminence médiane (Balland et al. 2014).  
c) Autres cellules gliales 
Les cellules NG2 sont des cellules gliales qui représentent la majorité des cellules 
nouvellement formées au sein de l’hypothalamus adulte (Kokoeva, Yin, and Flier 2005, 
2007). Leur rôle le plus connu est celui d’être les précurseurs des oligodendrocytes 
(Dimou and Gallo 2015) et de présenter un fort potentiel d’auto-régénération (Hughes et 
al. 2013). Ces cellules sont impliquées dans la myélinisation pendant et après le 
développement (Young et al. 2013). Les cellules NG2 reçoivent également des afférences 
synaptiques d’origine neuronale (Bergles et al. 2000; De Biase, Nishiyama, and Bergles 
2010). Récemment, il a été montré que ces cellules NG2 ont un rôle dans le contrôle de la 
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balance énergétique. En effet, l’ablation pharmacologique et génétique de la glie 
exprimant NG2 conduit à une obésité, même sous régime standard et les neurones du 
noyau arqué perdent leur sensibilité à la leptine après cette ablation (Djogo et al. 2016). 
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L’homéostasie énergétique est sous le contrôle du système à mélanocortine, notamment 
des neurones POMC et des neurones AgRP du noyau arqué. Les synapses apposées sur 
ces deux populations neuronales présentent la particularité d’être « plastiques » c’est-à-
dire qu’elles peuvent se déplacer et évoluer en nombre et en nature, en fonction de 
signaux environnementaux. Cela a été montré en réponse à des fluctuations 
hormonales intenses : après supplémentation hormonale dans un contexte totalement 
déplété comme chez la souris ob/ob ou lors d’une ablation de glandes endocrines. Cela a 
aussi été mis en évidence dans des situations métaboliques sévères : après un jeûne de 
24h ou lors d’une suralimentation forcée pendant 3 jours. Toutes ces situations 
présentent des variations hormonales supra-physiologiques et drastiques qui sont 
corrélées à des « mouvements » de synapses. 
Selon ces études, on peut supposer que la plasticité synaptique remplit un rôle de 
défense face à une situation métabolique extrême, et serait activée afin d’ajuster les 
réponses autonomes plus efficacement, de retrouver l’équilibre énergétique plus 
rapidement et donc de conserver l’homéostasie énergétique. Cependant, le rôle 
physiologique de la plasticité synaptique du système à mélanocortine est encore à 
élucider. En effet, toutes les études réalisées ont été effectuées avec des modèles 
caractérisés par des changements métaboliques et hormonaux importants. Dans ce 
contexte, la question que nous nous posons est de savoir si ce phénomène de plasticité 
synaptique se met en place, chez le rongeur, uniquement lors de variations métaboliques 
importantes ou également lors de fluctuations hormonales physiologiques modérées, 
quotidiennes, comme celles rencontrées avant et après un repas. La plasticité 
synaptique pourrait donc être non plus simplement un système de défense face à une 
situation extrême mais un système régulateur qui influencerait le comportement 
alimentaire au quotidien et permettrait une adaptation à court terme du métabolisme 
énergétique. Dans les deux cas, l’importance de ces phénomènes dans le déclenchement 
de la réponse comportementale n’a pas été formellement établie et le lien reste 
uniquement corrélatif. 
 
PROBLEMATIQUE 
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Finalement, deux questions demeurent: 
1) Est-ce que la plasticité synaptique du système à mélanocortine est récapitulée à 
l’échelle des repas ?  
2) Quel est le lien de cause à effet entre la plasticité du système à mélanocortine et 
le comportement alimentaire ? 
Dans ce contexte, ma thèse s’articule autour de 3 objectifs : 
Objectif 1 : Explorer les mécanismes de plasticité pouvant avoir lieu à court terme 
dans le système à mélanocortine du noyau arqué. 
Objectif 2 : Décrire les mécanismes cellulaires et moléculaires pouvant déclencher 
une plasticité à court terme dans ce système neuronal. 
Objectif 3 : Montrer le lien de cause à effet entre la plasticité du système à 
mélanocortine et le comportement alimentaire. 
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Pour explorer la plasticité du système à mélanocortine en fonction de l’état prandial, il 
était nécessaire de : 
- Visualiser les neurones du système à mélanocortine, 
- Mettre en œuvre des approches fonctionnelles et anatomiques ciblées sur les neurones 
d’intérêt, 
- Modéliser l’état prandial chez la souris. 
1. Visualiser les neurones du système à mélanocortine.  
Afin d’explorer les phénomènes de plasticité synaptique dans le système à 
mélanocortine en fonction de l’état prandial, il était nécessaire de pouvoir repérer les 
neurones POMC et les neurones AgRP au sein du tissu cérébral. Nous avons installé au 
sein du laboratoire deux lignées de souris double transgéniques, permettant 
l’expression de la protéine fluorescente Tomato spécifiquement dans les neurones 
POMC d’une part et les neurones AgRP d’autre part sous la dépendance d’un système 
cre-lox.  
 
Nous avons utilisé deux lignées transgéniques permettant de moduler l’expression de 
gènes dans les neurones AgRP et les neurones POMC : 
– La lignée Agrptm1(cre)Lowl/J ou AgRP-ires-Cre, exprimant la Cre recombinase 
sous le promoteur AgRP, 
– La lignée Tg(Pomc1-cre)16Lowl/J ou POMC-Cre, exprimant la Cre recombinase 
sous le promoteur POMC. 
Nous avons maintenu ces deux lignées à l’état hémizygote pour éviter de perturber le 
fonctionnement des neurones, de conserver un allèle Agrp et un allèle Pomc intact et 
d’éviter la cytotoxicité de la Cre recombinase. De plus, la conservation d’une seule 
réplique du transgène suffit pour une expression suffisante de la Cre recombinase dans 
ces neurones. 
Afin de visualiser les neurones du système à mélanocortine, nous avons croisé ces 
lignées avec une autre lignée transgénique : B6.Cg-Gt(ROSA)26Sortm14(CAG-
STRATEGIES 
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tdTomato)Hze/J, aussi appelée lignée ROSA26-tdTomato. Cette lignée de fond génétique 
C57BL/6J comporte un transgène codant pour une protéine fluorescente : la Tomato. La 
séquence codante pour la Tomato comprend une cassette STOP encadrée par deux sites 
lox-P. En présence de la Cre recombinase, la cassette STOP est excisée ce qui permet 
l’expression de la Tomato. Cette lignée peut être conservée à l’état homozygote car elle 
n’exprime la Tomato qu’en présence d’une Cre recombinase. 
Nous avons donc pu générer deux lignées doubles transgéniques : 
– La lignée AgRP-ires-Cre x ROSA26-tdTomato (AgRP-Tomato), exprimant la 
Tomato fluorescente dans les neurones AgRP, de génotype cre/+, to/to, 
– La lignée POMC-Cre x ROSA26-tdTomato (POMC-Tomato), exprimant la protéine 
fluorescente Tomato dans les neurones POMC, de génotype cre/+, to/to. 
Ces lignées rendent possibles la visualisation des neurones POMC en électrophysiologie 
ex vivo, ainsi que dans les tissus fixés par des techniques d’histologie. Le peptide 
précurseur POMC étant exprimé dans d’autres neurones que les neurones sensibles aux 
signaux métaboliques et pouvant également être de façon transitoire précurseurs des 
neurones NPY, ayant une action opposée aux neurones POMC sur le comportement 
alimentaire, notre modèle nécessite une vérification de la nature des neurones 
exprimant la Tomato dans notre lignée POMC-cre/Tomato. Nous avons effectué un co-
marquage en fluorescence dirigé contre le peptide POMC endogène et contre la protéine 
Tomato (Figure 5). Après comptage, il s’avère que 90% des neurones POMC expriment la 
Tomato (Fig. 5 A). Cela suggère que cet outil génétique assure un bon recouvrement des 
neurones POMC. De plus, 50% des neurones Tomato co-expriment le peptide POMC chez 
la souris mâle adulte ce qui suggère que des cellules Tomato peuvent être des POMC 
mais leur immunodétection n’a pas été possible (fuite du peptide) ou que certaines 
cellules Tomato peuvent ne pas être des neurones POMC (fuite de la Cre recombinase). 
Nous avons ensuite réalisé un contre-marquage dirigé contre le peptide endogène AgRP 
(Fig. 5 B). Nous remarquerons un marquage ponctiforme du peptide AgRP sans 
identification de corps cellulaires. Cela est dû à l’exportation rapide de ce peptide hors 
du soma. De plus le marquage apparait en périphérie des somas Tomato, avec dans 
certains cas un co-marquage. Cela suggère que notre immunomarquage pourrait 
détecter les synapses AgRP apposées sur POMC et que notre observation en microscopie 
en épifluorescence n’a pas la résolution nécessaire pour discriminer la fluorescence du 
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marquage contre AgRP et celle de la Tomato native. Nous en avons conclu que ce modèle 
transgénique était satisfaisant mais présentait des limites. Pour pallier à ces limites, j’ai 
choisi d’exploiter en histologie uniquement les neurones les plus éloignés du 3ème 
ventricule au sein du noyau arqué pour éviter un croisement avec des neurones NPY 
générés via un précurseur POMC. 
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Figure 6 : Microphotographies du noyau arqué de la lignée POMC-Tomato. A : 
Immunomarquage dirigé contre la protéine Tomato (en rouge) et le peptide POMC (en 
vert). B : Immunomarquage dirigé contre la protéine Tomato (en rouge) et le peptide 
AgRP (en vert). ARC : noyau arqué, 3V : 3ème ventricule, EM : éminence médiane.  
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2. Mettre en œuvre des approches fonctionnelles et anatomiques 
ciblées sur les neurones POMC et les neurones AgRP 
Dans la littérature, les techniques d’exploration de la plasticité synaptique peuvent être 
de deux types : 
– d’ordre fonctionnel en enregistrant ex vivo l’activité électrique résultant des 
connexions synaptiques 
– d’ordre structural en examinant les interactions cellulaires telles que les 
interactions synapse-neurone ou astrocyte-neurone. 
Les deux types d’exploration ex vivo et in vivo sont complémentaires, apportant des 
informations spécifiques, et permettent également de vérifier si les résultats obtenus 
d’un point de vue fonctionnel sont en concordance avec les données obtenues d’un point 
neuro-anatomique et structural. Dans tous les cas, le croisement de ces données permet 
de générer un modèle précis sur la physiologie d’un neurone. 
1) Exploration fonctionnelle des phénomènes de plasticité synaptique 
Le type d’exploration fonctionnelle la plus adaptée pour répondre à notre 
problématique est une technique d’enregistrement en électrophysiologie de l’activité 
électrique d’une cellule unique par patch-clamp. Cette technique nécessite de repérer les 
neurones d’intérêt, ici par l’utilisation des lignées AgRP-Tomato et POMC-Tomato 
décrites ci-dessus, dans une tranche fraîchement disséquée de cerveau. Les données 
recueillies par cette technique permettent d’apprécier les influences présynaptiques 
exercées sur le neurone d’intérêt. Cependant cette approche reste indirecte, car on ne 
visualise pas ni ne dénombre les contacts synaptiques. 
2) Exploration structurale des phénomènes de plasticité synaptique 
L’observation microscopique des interactions cellulaires reste l’approche la plus directe. 
Mais, l’exploration de la plasticité synaptique au niveau neuro-anatomique nécessite une 
technique permettant une bonne conservation des tissus cérébraux associée à une 
détection des cellules et des structures d’intérêt comme les synapses et les contacts 
astrocyte-neurone, ce qui peut s’avérer contradictoire d’un point de vue technique. Deux 
techniques d’histologie sont particulièrement adaptées pour visualiser la plasticité : 
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d) Analyse neuro-anatomique en microscopie électronique à transmission 
Cette technique consiste à explorer la morphologie des structures synaptiques et des 
structures astrocytaires à l’échelle ultrastructurale autour des neurones d’intérêt 
immunodétectés grâce à des protéines d’intérêt. Elle nécessite une immunodétection 
d’une protéine rapporteur dans les neurones d’intérêt (ici la Tomato exprimée dans les 
neurones AgRP et les neurones POMC) associée à une bonne conservation des structures 
membranaires. Elle apporte des informations pertinentes sur les phénomènes 
d’interactions cellulaires grâce à l’échelle ultrastructurale. Selon des critères 
morphologiques établis, on peut reconnaitre et quantifier les contacts synapse-neurone 
et astrocyte-neurone de façon directe, dans un plan, sans traitement des images. J’ai mis 
au point et installé au laboratoire une technique de détection en microscopie 
électronique à transmission durant ma première année de thèse permettant d’apprécier 
les éventuels phénomènes de plasticité. Cette mise au point technique fait l’objet d’une 
partie complète dans la section «Etude 2». 
e) Analyse neuro-anatomique en microscopie à fluorescence confocale 
L’avantage de cette technique par rapport à la microscopie électronique à transmission 
est qu’elle rend possible les immunodétections multiples contre plusieurs antigènes 
dans le même échantillon de tissu cérébral. Elle permet d’effectuer un criblage sur une 
plus grande quantité de neurones et de distinguer les structures synaptiques excitatrices 
des structures synaptiques inhibitrices. Cette distinction entre les différents types de 
synapses permet d’apporter une information qualitative supplémentaire sur la 
configuration synaptique autour des neurones POMC et des neurones AgRP. 
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3. Modéliser l’état prandial chez la souris 
Malgré la puissance de l’outil génétique apporté par le modèle murin, la souris reste un 
modèle difficile à caractériser au niveau de son comportement alimentaire. Ce modèle 
présente des variations inter et intra individuelles de comportement alimentaire trop 
importantes qui rendent difficile voire impossible l’évaluation de la durée d’un repas. 
Pour ce projet, nous avons donc dû modéliser les états prandiaux chez la souris de façon 
à mimer un état pré-prandial et post-prandial physiologique. Nous avons décidé de nous 
concentrer sur la première heure de la période nocturne pendant laquelle la souris va 
consommer près d’un dixième de sa ration quotidienne (environ 0,4g). Afin de 
synchroniser les animaux, nous avons générer le paradigme expérimental suivant : 
durant les deux dernières heures de la période diurne, les souris sont en restriction 
alimentaire ce qui provoque une sensation de « faim » suffisante,  puis lors de 
l’extinction des lumières au début de la période nocturne, la nourriture est remise à 
disposition ad libitum. Nous avons observé que l’entrainement à cette restriction de 2 
heures pendant 3 jours permettait de synchroniser convenablement la prise alimentaire 
de nos animaux. En effet, dès la remise à disposition de la nourriture, toutes les souris se 
dirigent vers la mangeoire pour commencer à s’alimenter. De cette façon nous avons pu 
définir un état pré-prandial, basé sur les 2 heures de restriction alimentaire avant la 
période nocturne et un état post-prandial, basé sur 2 heures de restriction alimentaire 
avant la période nocturne et une réalimentation pendant la première heure de la nuit. 
Nous disposions au laboratoire de deux régimes alimentaires distincts pour nos 
animaux : un régime standard équilibré (SAFE, réf : A04) et un régime riche en lipides, 
hypercalorique (SAFE, réf : U8954P version 0007). La composition des deux régimes 
expérimentaux est présentée dans le tableau 1 (page 57). Nous avons donc étudié trois 
états métaboliques distincts : l’état pré-prandial (PRE), l’état post-prandial standard 
(1h-SD) et l’état post-prandial « high fat diet » (1h-HFD) (Figure 6). 
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Figure 7 : Schématisation du paradigme expérimental permettant de modéliser l’état 
prandial. PRE : situation « pré-prandiale », après deux heures de jeûne ; 1h-SD : situation 
« postprandiale standard », deux heures de jeûne suivies d’une remise à disposition ad 
libitum d’un régime standard pendant 1h ; 1h-HFD ; situation « postprandial high fat 
diet », deux heures de jeûne suivies d’une remise à disposition ad libitum d’un régime 
gras. 
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Tableau 1 : Composition nutritive, énergétique et en acides gras des deux régimes 
expérimentaux utilisés.  C16 :0 acide palmitique (saturé); C18 :0 acide 
stéarique (saturé); C18 :1 acide oléique (mono-insaturé) ; ALA acide α linoléique 
(oméga 3) ; LA acide linoléique (oméga 6).  
COMPOSITION NUTRITIVE (%) 
NUTRIMENTS SD HFD 
Protéines 16.1% 18.1% 
Lipides 3.1% 21.3% 
Carbohydrates 60.4% 45.4% 
Cellulose 3.9% 2.2% 
Minéraux 4.6% 5.1% 
Humidité 11.9% 7.9% 
COMPOSITION ENERGETIQUE (%) 
NUTRIMENTS SD HFD 
Protéines 19.3% 16.3% 
Lipides 8.4% 42.9% 
Carbohydrates 72.4% 40.8% 
Valeur énergétique 3.3Kcal /g 4.5Kcal/g 
COMPOSITION EN ACIDES GRAS (mg/kg d’aliment) 
ACIDES GRAS SD HFD 
C16 :0 5900 39628 
C18 :0 600 17490 
C18 :1 4800 48398 
ALA 1200 2384 
LA 15000 17903 
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1. Objectifs 
Il convenait initialement de caractériser le modèle expérimental utilisé dans cette étude. 
Nous avons choisi de travailler sur 3 états métaboliques distincts, mimant les 
changements d’état prandial. Ces 3 situations ont été sélectionnées arbitrairement 
puisqu’à ce jour, le « repas typique » en termes de durée et de quantité ingérée n’a 
toujours pas été déterminé chez la souris et ne peut sans doute pas l’être. Le but de cette 
première étude était donc de vérifier la pertinence du modèle par une caractérisation de 
paramètres métaboliques externes (poids corporel, prise alimentaire et prise 
énergétique) et internes (bilan hormonal). En particulier, il a fallu évaluer les niveaux 
d’hormones circulantes en condition pré-prandiale versus post-prandiale. Pour cela, 
nous avons dosé dans nos trois conditions expérimentales trois hormones majeures 
contrôlant le métabolisme énergétique: la leptine, la ghréline et l’insuline et dont les 
variations peuvent réorganiser les circuits cérébraux.  
Notre modèle a été comparé à la situation de jeûne pendant 24h (24h-fast), situation 
particulièrement impactante chez la souris d’un point de vue métabolique, mais qui fait 
référence pour les études reliant état métabolique et plasticité cérébrale. 
2. Matériel et méthodes 
Afin de procéder à ces dosages, nous avons travaillé sur la lignée C57Bl6j, fond 
génétique commun aux deux lignées transgéniques utilisées dans cette étude, ainsi que 
sur la lignée transgénique POMC-Tomato. 
 
1) Animaux 
Les protocoles expérimentaux utilisant les animaux ont été revus et validés par le comité 
d’éthique local et sont en accord avec les directives européennes concernant 
ETUDE 1 : MODELISATION DE L’ETAT PRANDIAL 
CHEZ LA SOURIS    
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l’expérimentation animale (directive 86/906). Les protocoles ont tous été soumis à un 
examen par le Ministère de l’Enseignement Supérieur et de la Recherche et ont reçu le 
numéro d’agrément C21231008EA. 
Les œstrogènes ayant des effets sur la plasticité synaptique du système à mélanocortine, 
nous avons choisi de travailler uniquement sur les mâles. Les souris sont acclimatées 
dès le sevrage à un rythme jour/nuit décalé (10h30 OFF, 22h30 ON) permettant les 
expérimentations en journée. Cette acclimatation dès le sevrage, qui précède de 4 
semaines la période d’expérimentation, permet de s’affranchir de remodelages 
cérébraux induits par le décalage horaire et permet de maintenir les animaux dans un 
état physiologique bien stabilisé. Trois jours avant le début de l’expérience, les animaux, 
âgés de 7 à 8 semaines, sont mis à jeun tous les jours durant les deux dernières heures 
de la période diurne (de 8h30 à 10h30). Cet entrainement permet de s’affranchir d’un 
effet stress qui pourrait être provoqué par la privation de nourriture ou par 
l’intervention de l’expérimentateur tout simplement. Cet entrainement permet 
également de synchroniser le début de la prise alimentaire des souris. Afin de rendre 
possible la mesure individuelle du poids corporel et de la consommation de l’aliment, les 
souris sont individualisées en cage standard pendant une période ne dépassant jamais 
une semaine, de façon à pallier à un effet de dépression pouvant être causé par 
l’isolement et pouvant avoir des répercussions sur le métabolisme et le comportement 
alimentaire. La mesure du poids corporel est effectuée au cours de la mise à jeun, pour 
ne pas impacter le comportement alimentaire. La prise alimentaire est 
systématiquement prise pour chaque animal testé avant tout prélèvement. Enfin, les 
animaux sont tous habitué au nouvel aliment gras 24h avant l’expérience par la 
présentation d’une croquette grasse pendant 10 minutes afin d’éviter la néophobie vis-
à-vis du nouvel aliment du groupe 1h-HFD. Les animaux mangeant en dessous de 0,15g 
sont écartés de l’étude de manière arbitraire. 
2) Prélèvements sanguins 
Les dosages d’insuline et de glucose sanguin ont été effectués sur des échantillons 
sanguins et plasmatiques prélevés à la veine de la queue sur souris vigiles afin de pallier 
à un effet hyperglycémiant de l’anesthésique. La prise de glycémie a été effectuée à l’aide 
d’un glucomètre (Accu-Chek, Accutek). Les autres dosages ont été effectués sur des 
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échantillons plasmatiques provenant du sang total prélevé par voie intracardiaque sous 
anesthésie à la kétamine- xylasine (80mg/kg-12mg/kg). 
3) Dosage des hormones plasmatiques 
Tous les dosages hormonaux ont été effectués grâce à des kits de dosage. Chaque dosage 
a été effectué en suivant les instructions du fournisseur. Les différentes préparations de 
plasma en concordance avec ces kits sont décrites dans le tableau ci-dessous (Tableau 
2). 
 
 
Hormone  Préparation des échantillons 
 
Kit et référence 
Ghréline acylée Après prélèvement du sang, 15µl d’EDTA et 
6µl de PHMB à 40mM sont ajoutés pour 600µl 
de sang. Les aliquots sont centrifugés à 3500 
rpm pendant 10 minutes à 4°C. Le plasma est 
ensuite prélévé (surnageant) et est acidifié 
avec du HCl 1N pour une concentration finale 
de 0.1N soit 100µl d’HCl 1N pour 1ml de 
plasma. Les aliquots sont vortexés, 
centrifugés et conservés à -80°C jusqu’au 
dosage. 
Acylated Ghrelin 
(mouse, rat) Express EIA 
kit 
(Bertin Pharma; Ref: 
A05117)  
Leptine Le sang est collecté en utilisant l’EDTA comme 
anticoagulant. Le plasma est récupéré après 
10 minutes de centrifugation à 3500 rpm à 
4°C. Le surnageant correspondant au plasma 
est récupéré, aliquoté et congelé à -80°C 
jusqu’au dosage. 
Quantikine ELISA 
Mouse/Rat Leptin 
Immunoassay  
 (R&D Systems; Ref : 
MOB00) 
 
Insuline Le sang est prélévé sur souris vigile à la veine 
de la queue et collecté dans des microvettes 
CB300 (Braintree Scientific, INC.). Le sang est 
ensuite centrifugé pendant 10 min à 3500 
rpm à 4°C. Le plasma est récupéré, aliquoté et 
conservé à -80°C jusqu’au dosage. 
AlphaLISA Insulin Kit 
(Perkin Elmer; Ref : 
AL204C) 
 
Tableau 2 : Préparation du plasma et références des kits de dosages d’hormones. 
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4) Analyses statistiques 
Toutes les analyses ont été effectuées à l’aide du logiciel Prism GraphPad. Les données 
exprimées dans le texte sont les moyennes ± s.e.m. et les barres d’erreur représentent 
également les s.e.m.. Les tests utilisés ont été déterminés selon la distribution des 
données. Les 3 groupes ont été testés par une ANOVA puis, les tests post-hoc adaptés 
étaient réalisés. Lors d’une distribution non normale, les groupes indépendants ont été 
comparés deux à deux avec des tests non paramétriques. Des tests appariés ont 
également été utilisés dans les études de pharmacogénétique (étude 5). 
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3. Résultats 
1) Paramètres métaboliques généraux 
La caractérisation métabolique ne montre aucune différence de poids corporel entre les 
groupes PRE, 1h-SD et 1h-HFD (Figure 7A). En revanche la condition 24h-Fast présente 
une perte de poids corporel très significative par rapport aux groupes PRE, 1h-SD et 1h-
HFD (24h-fast : 19.95 ± 0.26 g versus PRE : 24.82 ± 0.74 g ; 1h-SD : 25.69 ± 0.34 g ; 1h-
HFD : 25.42 ± 0.82 g, N=9souris par groupe, *** : p=0.0009). 
La prise alimentaire ne diffère pas entre les deux groupes post-prandiaux 1h-SD et 1h-
HFD (1h-SD : 0.39 ± 0.04 g versus 1h-HFD : 0.41 ± 0.08 g, N=9 souris par groupe) (Figure 
7B). La prise énergétique est légèrement augmentée avec le régime gras, ce qui est lié à 
la densité énergétique supérieure de cet aliment (1h-SD : 1.28 ± 0.13 kCal versus 1h-
HFD : 1.82 ± 0.34 kCal, N=9 souris par groupe, p=0.4254) (Figure 7C). 
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Figure 8 : Caractérisation métabolique générale de notre modèle expérimental. A : Poids 
corporel en grammes des animaux en conditions PRE, 1h-SD, 1h-HFD et 24h-fast. B : 
Prise alimentaire en grammes sur la première heure de la période nocturne. C : Prise 
énergétique en kilocalories sur la première heure nocturne. N= 9 animaux par groupe, 
*** : p=0.0009.  
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2) Dosages hormonaux 
Les concentrations plasmatiques en hormones circulantes leptine, ghréline et insuline 
ne présentent aucune différence entre les groupes PRE, 1h-SD et 1h-HFD (Figure 8).  En 
revanche, on observe dans le groupe 24h-fast :  
– une diminution significative de la concentration en leptine (24h-fast : 0.4238 ± 
0.2634 ng/ml versus PRE : 3.451 ± 0.611 ng/ml ; 1h-SD : 2.159 ± 0.701ng/ml ; 1h-
HFD : 3.153 ± 1.650 ng/ml, N=9 souris par groupe, ** :p=0.0012) (Figure 8B),  
– une augmentation significative de la concentration en  ghréline acylée (24h-fast : 
135.4 ± 16.59 pg/ml versus PRE : 57.11 ± 4.78 pg/ml, 1h-SD : 60.33 ± 5.528 
pg/ml, 1h-HFD : 87.00 ± 12.32 pg/ml, N=9 souris par groupe, ** : p=0.002) 
(Figure 8C),  
– et une diminution significative de la concentration en insuline (24h-fast : 2.125 ± 
0.474 µU/ml versus PRE : 11.87 ± 1.153 µU/ml, 1h-SD : 14.78 ± 2.724µU/ml, 1h-
HFD : 9.278 ± 3.179 µU/ml, N=9 souris par groupe, *** : p=0.0006) (Figure 8A). 
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Figure 9 : Taux d’hormones circulantes de notre modèle expérimental. A : Niveau 
d’insuline circulante en µU /ml. B : Niveau de leptine circulante en ng/ml. C : Niveau de 
ghréline acylée circulante en pg/ml. N= 9 animaux par groupe, ** : p<0.005 ; *** : 
p=0.0006. 
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4. Interprétation 
La caractérisation des conditions expérimentales montre que : 
1) Le modèle ne présente pas de changement du statut métabolique en ce qui 
concerne le poids corporel, quel que soit le régime appliqué 
2) La prise alimentaire pendant une heure correspond à 1/10ème de la 
consommation sur 24h, ce qui est appréciable d’un point de vue nutritionnel. 
3) Il n’y a pas de néophobie ou de rejet de l’aliment gras, ce qui permet de comparer 
les deux situations post-prandiales. 
4) Les manipulations de restriction alimentaire pendant 2h et d’accès à la 
nourriture pendant une heure ne changent pas le statut hormonal des animaux 
en ce qui concerne les 3 principales hormones du métabolisme pouvant agir sur 
la plasticité du système à mélanocortine, quel que soit le régime utilisé. 
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1. Objectifs 
On sait depuis une quinzaine d’années que des remaniements synaptiques peuvent se 
produire au sein du système à mélanocortine, en réponse à des fluctuations hormonales 
intenses (Pinto et al, 2004 ; Gao et al, 2007 ; Gyengesi et al, 2010 ; Vong et al, 2011 ; Yang 
et al, 2011 ; Liu et al, 2012). Comme nous l’avons indiqué, l’existence d’un tel 
phénomène dans ce système neuronal n’a jamais été montrée lors de fluctuations 
hormonales modérées, physiologiques, comme celles rencontrées quotidiennement, par 
exemple avant ou après un repas. 
L’objectif ici était donc de vérifier si des phénomènes de plasticité synaptique pouvaient 
avoir lieu, en fonction de l’état prandial. L’exploration de ces phénomènes a été réalisée 
à l’échelle fonctionnelle (ex vivo) et à l’échelle neuro-anatomique (in situ). 
2. Matériel et méthodes 
1) Animaux 
L’étude de la plasticité cérébrale dans notre paradigme expérimental nécessite un 
rythme jour/nuit particulier. Les animaux sont placés dès le sevrage dans une pièce 
d’hébergement ayant un rythme particulier (10h30 OFF ; 22h30 ON), compatible avec 
les expérimentations. Pour identifier les neurones d’intérêt, nous avons utilisés deux 
lignées doubles transgéniques : la lignée AgRP-ires-Tomato et et la lignée POMC-Tomato 
qui permet l’expression de la protéine fluorescente Tomato dans les neurones AgRP 
d’une part et les neurones POMC d’autre part. 
Pour rappel, les souris en condition PRE sont mises à jeun deux heures avant la période 
nocturne, les souris en condition 1h-SD sont mise à jeun deux heures avant la période 
nocturne et re-nourries sur la première heure de la période nocturne, les souris en 
ETUDE 2 : ACTIVITE ET CONNECTIVITE DES 
NEURONES DU SYSTEME A MELANOCORTINE DU 
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conditions 1h-HFD sont mises à jeun deux heures avant la période nocturne et re-
nourries avec un régime HFD pendant la première heure de la période nocturne. 
2) Electrophysiologie  
a) Animaux 
Les expériences sont réalisées sur des souris transgéniques ( AgRp-cre-Tomato ou 
POMC-cre-Tomato) mâles âgées de 7 à 10 semaines. Les souris sont élevées à 
l’animalerie, à température constante (22 °C) et sous une photopériode de 12 h (lumière 
de 22h30 à 10h30). Les animaux sont nourris ad libitum avec un régime standard de 
laboratoire (A04, SAFE).  
b) Préparation des tranches de cerveau 
Les animaux sont anesthésiés par une injection ip de pentobarbital  (5mg/kg de poids 
corporel). Immédiatement après l’anesthésie, la souris subit une laparotomie : le 
diaphragme est sectionné et le cœur mis à nu. Après section de l’oreillette droite (afin de 
permettre l’écoulement du sang puis de la solution de perfusion), une aiguille est 
introduite dans le ventricule gauche. Cette aiguille est reliée à une seringue de 20 ml 
remplie d’une solution dite « de coupe » froide et oxygénée (95 % O2 / 5 % CO2) 
contenant (en mM) : 28 NaHCO3 ; 2,5 KCl ; 10 MgCl2 ; 1,25 NaH2PO4 ; 0,5 CaCl2 ; 20 Hepes, 
5 Ascorbate ; 8 D-glucose ; 3 Na-pyruvate ; 2 Thiourea ; 93 NMDG ; 93  HCl 10N ; 23 
saccharose (pH= 7,3-7.4), osmolarité ajustée à  300-310 mOsmol/l avec du saccharose. 
L’encéphale est récupéré et immergé le plus rapidement possible dans la solution de 
coupe oxygénée (5% CO2 et 95% O2) et thermostatée à 4 °C (Temperature Controller, 
Peltier Tissue Baths, WKL 230, Lauda). Des coupes frontales de 250 μm sont alors 
réalisées à l’aide d’un vibratome (Vibroslice, leica VT1000S). Les coupes ainsi obtenues 
sont plongées dans une solution maintenue entre 32 et 34°C et oxygénée (95 % O2 / 5 % 
CO2)   identique à la solution précédemment décrite pendant une période inférieure à 15 
minutes. Ces coupes sont ensuite conservées à température ambiante, jusqu’à 
enregistrement, dans un récipient en plexiglas contenant 50 ml environ d’une solution 
saline physiologique oxygénée (« holding solution», contenant (en mM) : 28 NaHCO3 ; 
2,5 KCl, 10 MgCl2 ; 1,25 NaH2PO4 ; 0,5 CaCl2 ; 20 Hepes ; 5 Ascorbate ; 2.5 D-glucose ; 1 
Na-pyruvate ; 2 Thiourea ; 92 NaCl ; 20 saccharose (pH= 7,3-7.4), osmolarité ajustée à  
300-310 mOsmol/l avec du saccharose. 
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Après une période de récupération d’1 heure minimum, les coupes sont placées dans 
une chambre en plexiglas (Warner instruments) disposée sous un microscope droit 
(Olympus, France) et immobilisée par une grille de nylon (Warner instruments). La 
chambre est perfusée à un débit de 3 ml par minute avec le milieu extracellulaire 
oxygéné : 118 NaCl ; 3 KCl ; 1,2 NaH2PO4 ; 1 MgCl2 ; 25 NaHCO3 ; 1,5 CaCl2 ; 5 Hépès ; 2.5 
glucose ; pH = 7,3-7.4 ; osmolarité ajustée à  300-310 mOsmol/l avec du sucrose. Le 
noyau arqué est identifié en accord avec l’atlas stéréotaxique de cerveau de souris 
[Paxinos G, 1997]. Les neurones du NA sont visualisé en utilisant un objectif à 
immersion x 60 (Olympus) placé sous une caméra infrarouge (Scientifica). Les neurones 
du noyau arqué fluorescents sont alors repérés à l’aide d’une lampe à fluorescence et 
d’un filtre mCherry adapté à l’excitation de la protéine Tomato. 
Les pipettes mises artificiellement sous pression sont alors descendues lentement dans 
la tranche à l’aide d’un micromanipulateur (MP 225, sutter instrument). 
 
c) Enregistrements électrophysiologiques 
Les électrodes d’enregistrement sont étirées à partir de capillaires de borosilicate 
(O.D. : 1,5mm, I.D. : 0,86 mm, longueur 10 cm ; Sutter Instrument) grâce à une étireuse 
(Sutter Instrument, Model P-1000). Seules les électrodes de résistance comprise entre 5 
à 7 MΩ sont utilisées. Ces électrodes sont remplies de différentes solutions en fonction 
des paramètres électrophysiologiques que l’on veut mesurer.  
En configuration cellule-attachée, la solution remplissant l’électrode est identique à la 
solution qui perfuse en permanence la tranche, cette configuration permet d’enregistrer 
la fréquence de décharge des neurones ou firing rate, c’est-à-dire leur activité électrique 
basale. 
En configuration whole-cell, voltage imposé -65mV : 
Pour l’enregistrement des EPSCs , une solution saline filtrée (filtre stériles pores 0.2µm) 
remplissant l’électrode d’enregistrement et contenant en mM : 138 K-gluconate, 4 Na-
gluconate, 4 MgCl2, 10 HEPES, 5 EGTA, 2 Na2-ATP, 0,4 Na2-GTP, 4 KOH  permet 
d’étudier les EPSCs ( EK+= -100.7 mV, ECl-=-72.0 mV, osmolarité 290 mOsM, pH=7.2-7.3) 
en présence de picrotoxine (25µM), et de tétrodotoxine (TTX 500 nM).  
Pour les IPSCs, nous utilisons est une solution saline filtrée remplissant l’électrode 
d’enregistrement contenant en mM : 140 CsCl, 3,6 NaCl, 1 MgCl2-6H2O, 10 HEPES, 0,1 
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Na4-EGTA, 2 Na2-ATP, 0,4 Na2-GTP, 7 NaOH, permet de mesurer la fréquence des 
courants post synaptiques  GABAergiques au niveau des neurones (selon l’équation de 
Nernst, EK+= -∞, ECl-= 3.68 mV, osmolarité 280 mOsM, pH=7.2-7.3), en présence de 
tétrodotoxine (TTX 500 nM). 
Les enregistrements sont réalisés grâce à un amplificateur EPC10 (Heka Elektronik), 
connecté à une interface (LIH 8+8, Heka Elektronik). Les données sont acquises grâce au 
logiciel Patchmaster (Heka Elektronik). Le filtre de l’amplificateur est ajusté à 2 kHz 
pour les enregistrements en configuration cellule entière en voltage-clamp. 
Les mesures de fréquence en cellule attachée ou des courants miniatures excitateurs ou 
inhibiteurs en whole cell sont effectués à l’aide du logiciel Clampfit (10.3.0.2, Molecular 
Devices, Inc.) 
Pour les enregistrements en cellule attachée, nous avons utilisé le paradigme suivant :  
3 à 5 minutes de stabilisation après avoir « sealer » le neurone, puis 10 minutes 
d’enregistrement. La mesure de fréquence est calculée sur les 2 dernières minutes de 
l’enregistrement. Pour les enregistrements de courants excitateurs postsynaptiques, 
nous avons enregistré après stabilisation (3-5 min) 6 minutes en présence de 
picrotoxine (25µM), puis 10 minutes en présence de picrotoxine (25µM) et de TTX 
(500nM), les mesures étant réalisées sur 3 minutes, après au moins 5 minutes 
d’application de TTX. Pour les enregistrements de courants miniatures inhibiteurs 
postsynaptiques, nous avons enregistré après stabilisation (3-5 min) 10 minutes en 
présence de TTX (500nM). 
 
3) Immunohistochimie associée à la Microscopie Electronique à Transmission 
d) Mise au point technique 
Afin d’explorer la plasticité astrocytaire et synaptique, nous avons utilisé une stratégie 
qui permet d’observer de façon directe et in situ les interactions synapse-neurone et 
astrocyte-neurone : la microscopie électronique à transmission (MET). Cette technique 
n’étant pas présente au laboratoire au début de ma thèse, j’ai consacré ma première 
année de thèse à mettre en place les conditions les plus optimales de détection des 
neurones AgRP et des neurones POMC en MET couplée à de l’immuno-détection. Cette 
technique présente l’avantage de déterminer à l’aide de critères morphologiques les 
contacts entre synapses et neurones, mais également entre astrocytes et neurones. Cette 
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technique a été utilisée dans le passé par deux autres laboratoires pour explorer les 
phénomènes de plasticité structurale au sein des réseaux neuronaux de la prise 
alimentaire (Pinto et al, 2004 ; Horvath et al, 2010 ; Kim et al, 2014 ; Cristino et al, 
2013). 
Modèles 
Dans un premier temps, nous avons choisi d’utiliser la souris C57Bl6j comme modèle 
expérimental. Nous avons donc opté pour un marquage de molécules endogènes 
(neuropeptides AgRP et POMC) qui peuvent permettre de détecter les neurones 
d’intérêt. Cependant, la détection de ces marqueurs neuronaux en MET est difficile 
(bruit de fond, difficulté de criblage des zones à analyser) car les neuropeptides ne 
s’accumulent pas suffisamment dans les somas. Nous avons donc décidé dans un 
deuxième temps d’opter pour des lignées transgéniques exprimant par un système Cre-
lox une protéine exogène, la Tomato, respectivement dans les neurones POMC et les 
neurones AgRP, permettant une détection satisfaisante de ces neurones.  
 
Méthode 
Cette technique d’exploration des interactions cellulaires consiste à mettre en évidence 
les compartiments subcellulaires (synapses, prolongements astrocytaires et corps 
cellulaires des neurones) et leurs interactions (surface de contact, nombre de synapses 
reçues par un neurone). Afin d’estimer ces interactions, nous avons opté pour une 
procédure de marquage de ces neurones d’intérêt grâce à une technique de détection en 
immunocytochimie en pré-enrobage. Cette procédure permet une meilleure 
conservation de la structure des antigènes utilisés pour repérer les cellules mais peut 
avoir un effet délétère sur la conservation des membranes cellulaires, indispensable à la 
reconnaissance visuelle des structures synaptiques et astrocytaires. L’objectif de cette 
mise au point technique a été de déterminer les conditions assurant conjointement la 
détection immunologique des neurones, « agressive » pour les tissus mais nécessaire, et 
la conservation de la morphologie des structures, limitant la pénétration des outils 
immunologiques mais obligatoire pour quantifier les interactions cellulaires. Nous avons 
déterminé pour chaque étape clé de cette procédure une condition optimale permettant 
d’atteindre cet objectif. 
 
Fixation du tissu 
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Le cerveau est un organe riche en lipides et volumineux. Afin de garantir une bonne 
conservation des antigènes et de la structure des membranes plasmiques, une fixation 
chimique est nécessaire. Traditionnellement, les fixations chimiques se font par un 
polymère de formaldéhyde, le paraformaldéhyde. Il garantit une bonne conservation 
antigénique mais a une action limitée sur la bonne conservation de la structure des 
membranes. Pour une meilleure conservation des membranes, l’ajout de glutaraldéhyde 
au paraformaldéhyde peut favoriser la conservation des structures membranaires. 
Le tissu cérébral est fixé par perfusion intracardiaque, ce qui permet de diffuser les 
fixateurs jusqu’au cœur de l’organe via le système vasculaire. Nous avons déterminé une 
concentration de fixateur permettant une bonne morphologie des membranes et une 
bonne conservation de l’antigène, à savoir un mélange de paraformaldéhyde 4% et de 
glutaraldéhyde 0.5% dilué dans du tampon phosphate 1X. 
 
 
 
Immunodétection 
a) Perméabilisation 
La perméabilisation permet aux anticorps de pénétrer le tissu en créant des ruptures 
dans les membranes plasmiques. Une perméabilisation trop faible limite 
l’immunodétection tandis qu’une perméabilisation trop forte dégrade la morphologie et 
empêche d’estimer correctement les interactions cellulaires. Il existe des détergents qui 
créent des dommages non réversibles dans les membranes comme le Triton X100 et 
d’autres détergents plus doux qui créent des dommages réversibles, comme la Saponine. 
Nous avons déterminé des conditions de perméabilisation douce à base d’un détergent 
réversible, la Saponine, à une concentration de 0.01%  
 
b) Révélation 
Les anticorps utilisés pour identifier les neurones d’intérêt sont: 
– Anti POMC precursor polyclonal rabbit (Phoenix Pharm. H02930) pour 
révéler le peptide POMC 
– Anti AgRP polyclonal rabbit (Phoenix Pharm. H00357) pour révéler le 
peptide AgRP 
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– Anti DsRed polyclonal rabbit (ClonTech 632496) pour révéler la protéine 
exogène Tomato (d’après Liu et al, 2012) 
Les concentrations en anticorps primaires et secondaires ont toutes été testées en 
microscopie optique et en microscopie à fluorescence avant d’être utilisées pour la 
microscopie électronique. Nous avons déterminé les concentrations ayant le meilleur 
rapport marquage/bruit de fond dans nos conditions de détergent doux. Afin de repérer 
les neurones d’intérêt dans le tissu à la fois en microscopie optique pour le choix des 
blocs à étudier et en microscopie électronique pour repérer les clusters de neurones, 
nous avons révélé la Tomato par une coloration à la diaminobenzidine, qui forme un 
précipité brun observable en microscopie photonique et qui est également dense aux 
électrons lors de l’observation en microscopie électronique à transmission.  
 
Inclusion en résine 
a) Osmification 
L’application d’osmium après marquage immunologique permet de créer des liaisons 
covalentes entre les lipides des membranes cellulaires. Cette étape équivaut à « post-
fixer » les membranes cellulaires et permet de renforcer la conservation de la 
morphologie cellulaire.  L’osmium permet également de faire un premier contraste 
membranaire dû à sa densité aux électrons. Après avoir testé différentes concentrations 
d’osmium incubé selon des durées variables et à des températures différentes, nous 
avons défini une concentration optimale de tetroxyde d’osmium à 0.5% appliqué 
pendant 2 heures à température ambiante.  
 
b) Déshydratation  
Afin d’améliorer la conservation des structures et limiter l’extraction des lipides au 
cours de l’enrobage en résine, nous avons mis au point un protocole de déshydratation 
rapide qui repose sur l’immersion des échantillons pendant 3 minutes dans des bains de 
concentrations croissantes d’éthanol. Des durées d’incubation plus longues altèrent 
l’histologie des préparations. 
 
c) Résine 
Le choix de la résine Durcupan ACM a été effectué en se basant sur les données 
bibliographiques concernant l’exploration de la plasticité du système à mélanocortine en 
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MET. Cette résine est bien adaptée à la conservation du tissu cérébral et présente une 
viscosité qui la rend facile d’utilisation. 
 
Contraste aux métaux lourds 
Après inclusion en résine, les blocs sont coupés en ultracoupes de 70nm d’épaisseur. Les 
coupes sont récupérées sur des grilles de cuivre.  Un contraste aux métaux lourds est 
alors nécessaire afin de mettre en évidence convenablement les membranes lipidiques, 
et donc les structures cellulaires et sub-cellulaires. Nous avons déterminé quel contraste 
était le plus adapté pour mettre en valeur les synapses et les astrocytes. Pour cela, nous 
avons fait varier le temps d’incubation (entre 5 et 15 minutes) et le type de constrastant 
utilisé. Il s’est avéré que l’uranyl-less, un substitut de l’acétate d’uranyl, appliqué sur les 
coupes pendant 12 min a permis un contraste maximal et résolutif des structures 
lipidiques. Ce premier contraste est suivi d’un second contraste au citrate de plomb 
appliqué en condition air-less pendant deux minutes renforçant les structures et 
facilitant l’observation. 
Résultats  
La mise en œuvre de l’ensemble de ces procédures a permis une détection des neurones 
AgRP et des neurones POMC exprimant la Tomato dans l’hypothalamus de souris. Ainsi, 
le marquage à la diaminobenzidine dirigé contre la Tomato permet de repérer les 
neurones dans les blocs de résine dans la région du noyau arqué, avant la réalisation des 
ultracoupes. Puis, en MET, les neurones sont repérables à faible grossissement (x4000) 
grâce aux précipités de DAB très denses aux électrons contenus dans le cytoplasme des 
neurones Tomato positifs (Figure 9). Les neurones marqués apparaissent alors en gris 
foncé sous le faisceau d’électrons contrairement aux autres neurones qui sont gris clair 
et ne contiennent pas de précipité de DAB. La bonne conservation des structures 
membranaires et la limitation de l’extraction lipidique obtenues grâce à la mise au point 
raffinée de tous les points critiques du protocole technique permettent finalement une 
reconnaissance visuelle des structures apposées sur la membrane plasmique des 
neurones marqués, sans détérioration. 
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Figure 10 : Microphotographie du noyau arqué après marquage des neurones POMC 
exprimant la Tomato à la DAB. POMC : neurone POMC-Tomato marqué ; N : autre 
neurone non identifié ; (x6000) 
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Reconnaissance des synapses 
Les synapses présentes une structure bien particulière à l’échelle électronique. 
L’identification des synapses en MET, sans immunomarquage, implique une 
reconnaissance visuelle selon des critères morphologiques bien définis. Ainsi, les 
synapses sont repérables grâce à plusieurs structures subcellulaires : i) la présence de 
vésicules de transport des neurotransmetteurs ii) la présence d’un épaississement de la 
membrane plasmique en postsynaptique ou en pré- et postsynaptique dû à la richesse 
en protéines de cette structure iii) la forme ovale ou arrondie de l’élément 
présynaptique ; iv) la présence très fréquente de mitochondries dans l’élément 
présynaptique. Cependant ces paramètres de reconnaissance peuvent ne pas être 
présents en même temps au sein de la structure synaptique (Figure 10). 
 
 
Figure 11 : Microphotographies de différentes structures synaptiques apposées sur les 
neurones POMC-Tomato marqués à la DAB. Flèches noires : fente synaptique dense aux 
électrons ; flèches rouges : vésicules contenant les neurotransmetteurs ; m: 
mitochondries ; barre d’échelle : 500nm  
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Cette reconnaissance visuelle permet de repérer sur tout le pourtour des somas des 
neurones marqués les structures synaptiques et permettre leur comptage (Figure 11). 
 
 
 
 
Figure 12 : Microphotographie d’un neurone AgRP exprimant la Tomato révélé à la 
diaminobenzidine. A : Microphotographie en champ large d’un neurone AgRP-Tomato 
AgRP : cytoplasme du neurone AgRP contenant des précipités de diaminobenzidine  ; 
nu : noyau cellulaire; pseudocoloré en jaune : structures synaptiques (x10 000) ; B : 
Zoom sur les structures synaptiques S: synapse ; AgRP : cytoplasme du neurone AgRP 
(x30 000) 
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Il convient de remarquer que beaucoup de publications font la distinction entre 
synapses asymétriques et symétriques. En effet, des expériences de marquage aux billes 
d’or ont permis de déterminer que les synapses symétriques sont des synapses 
inhibitrices et que les synapses asymétriques sont des synapses excitatrices (Gray 1969; 
Pinto 2004). Lors de nos études, nous avons pas fait cette distinction pour des raisons 
techniques : les précipités très denses de DAB peuvent masquer les densités protéiques 
en postsynaptique ce qui rend difficile voire impossible la définition du caractère 
symétrique ou asymétrique des synapses de façon certaine.  
Reconnaissance des structures astrocytaires 
A l’instar des synapses, les objets astrocytaires peuvent également être reconnus suivant 
leurs caractéristiques morphologiques. La reconnaissance des astrocytes au sein du 
tissu à l’échelle électronique est plus difficile et plus subtile que la reconnaissance des 
synapses et demande un entrainement à l’observation un peu plus long. 
Les objets astrocytaires se présentent sous la forme de « couverture astrocytaire » 
autour des neurones. Celle-ci est constituée de prolongements astrocytaires de formes 
allongées et  étroites, avec un cytoplasme clair d’aspect nuageux et présente des 
granules de glycogène (Figure 12). 
Finalement, le protocole développé permet une reconnaissance efficace de la couverture 
gliale apposée sur les neurones POMC-Tomato et les neurones AgRP-Tomato. Cette 
reconnaissance permet de repérer les contacts astrocyte-neurone, de déterminer le 
pourcentage de couverture astrocytaire, de déterminer le nombre d’objets astrocytaires 
contactant chaque neurone et de pouvoir mesurer l’aire, le périmètre et la diagonale 
maximum de chaque objet reconnu comme des éléments de l’astrocyte. 
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Figure 13 : Microphotographie d’un neurone POMC-Tomato marqué à la DAB. POMC : 
cytoplasme du neurone POMC contenant les précipités de DAB ; nu : noyau cellulaire du 
neurone POMC-Tomato ; pseudocoloration rose: couverture astrocytaire ; barre 
d’échelle : 2µm (x10 000). 
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Conclusion 
Cette mise au point technique a permis de mettre en place une procédure de détection 
des neurones POMC et des neurones AgRP à l’échelle ultrastructurale associée à une 
bonne conservation des structures cellulaires environnantes. Elle permet ainsi de 
détecter les structures synaptiques et les prolongements astrocytaires, reconnaissables 
visuellement à cette échelle. Par conséquent, cette technique permet étudier de façon 
précise les interactions neurone-neurone et neurone-astrocyte sur les neurones du 
système à mélanocortine. 
e) Procédure finale 
Les souris mâles de 8 à 10 semaines sont anesthésiées par une dose létale de kétamine 
associée à la xylasine (80mg/kg-12mg/kg) pour être ensuite perfusés par voie 
intracardiaque avec 15 mL de PBS1X, puis avec 40 mL de paraformaldéhyde (PFA) 4% 
associé à du glutaraldéhyde 0.5%, tous deux dilués dans du tampon phosphate (PB) à 
une concentration de 0.1M. L’encéphale est ensuite prélevé et placé en post-fixation 
dans la même solution fixatrice sur la nuit à 4°C. Les cerveaux sont ensuite coupés au 
Vibratome dans la zone du noyau arqué en tranches de 50µm afin de procéder à 
l’immunohistochimie des neurones du système à mélanocortine. Les coupes sont 
récupérées en ordre sérié en alternance pour former deux groupes de coupes. Seul un 
groupe sera ensuite traité en immunohistochimie. Cette alternance permet d’espacer les 
coupes afin d’éviter une analyse redondante des mêmes neurones. Les neurones 
exprimant la Tomato sont révélés à l’aide d’un anticorps primaire anti DsRed produit 
chez le lapin (Clontech) suivi d’un anticorps secondaire anti lapin biotynilé (Vector). Les 
coupes sont ensuite incubées avec le kit ABC Elite (Vector) qui permet de créer une 
arborisation d’avidine peroxydase. Enfin l’incubation avec la diaminobenzidine (DAB), 
un chromogène dense aux électrons et réactif à l’activité de la peroxydase, permet de 
révéler les complexes immuns. Les coupes sont ensuite osmifiées à l’aide d’une solution 
d’osmium à 0.5% pendant 2 heures à température ambiante. Après une déshydratation 
dans des bains d’alcool de concentration croissante, les coupes sont infiltrées et incluses 
à plat dans une résine de type araldite (Durcupan, Sigma) entre deux feuillets de film 
Aclar. Après polymérisation de la résine, les coupes sont collées sur des blocs de résine à 
l’aide de colle cyanolite. Les ultracoupes de 70nm d’épaisseur sont ensuite réalisées au 
niveau du noyau arqué et récupérées sur des grilles de cuivre-palladium de 300 mesh. 
Un contraste aux métaux lourds est ensuite effectué à l’aide d’un substitut d’uranyl 
84 
 
(Uranyl-less, Delta Microscopies) et du citrate de plomb. Les grilles sont observées à 
l’aide d’un microscope électronique Hitachi 7500. Les neurones sont repérés en champ 
large et sont photographiés à faible grossissement (x10 000 et x8 000) dans leur totalité. 
Des zooms sur tout le pourtour du neurone détecté ont été réalisés afin d’obtenir les 
photographies des structures attenantes aux neurones permettant la reconnaissance 
visuelle des éléments (x30 000). Seuls les neurones ayant leur noyau apparent ont été 
photographiés afin d’être certain d’être en présence du corps cellulaire du neurone. Une 
seule ultracoupe par bloc a été analysée pour éviter de compter deux fois le même 
neurone issu du même bloc. 
4) Microscopie confocale 
Les souris mâles de 8 à 10 semaines sont anesthésiées par une dose létale de kétamine-
xylasine (80mg/kg-12mg/kg). Ils sont ensuite perfusés par voie intracardiaque avec 
15mL de PBS 1X et 40mL de PFA 4% dilué dans du PB 0.1M. Les cerveaux sont ensuite 
post-fixés sur la nuit à 4°C dans la même solution fixatrice. Les cerveaux sont ensuite 
cryoprotégés dans une solution de sucrose à 30% pendant 48 à 72h. Après 
cryoprotection,  les cerveaux sont congelés dans un bain d’isopentane maintenu à -65°C 
et coupés au cryostat en tranches de 16 µm d’épaisseur. La protéine Tomato est 
amplifiée à l’aide d’un anticorps polyclonal anti DsRed produit chez le lapin (ClonTech). 
Les synapses inhibitrices sont révélées à l’aide d’un anticorps monoclonal anti VGAT 
produit chez la souris (Synaptic Systems) et  les synapses excitatrices à l’aide d’un 
anticorps polyclonal anti VGluT1 produit chez le cobaye (Synaptic Systems). Les 
complexes immuns sont révélés avec des anticorps couplés à des fluorophores : anti 
lapin Alexa 594, anti souris Alexa 488, anti cobaye Alexa 633 (Life Technologies). Les 
coupes sont ensuite montées entre lames et lamelles dans un milieu de montage 
hydrophile et observées à l’aide d’un microscope confocal Leica SP2, à l’objectif x63. Les 
stacks sont réalisés par pas de 0.5µm au sein de la coupe. 
5) Analyse d’images 
Les images obtenues en microscopie électronique à transmission sont tout d’abord 
analysées de façon visuelle afin de repérer les structures synaptiques accolées aux 
somas des neurones. Les photographies sont ensuite ouvertes sous ImageJ. Le périmètre 
du neurone, sa diagonale et son aire sont alors mesurés. Les structures synaptiques 
accolées au neurone sont comptées. 
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Les images obtenues au microscope confocal sont analysées grâce au logiciel Imaris. Les 
surfaces des trois marquages sont reconstruites en trois dimensions. Les synapses 
accolant les neurones POMC sont discriminées des autres synapses à l’aide d’un 
algorithme permettant de détecter les contacts entre les surfaces des synapses et les 
surfaces des corps cellulaires marqué à la Tomato. Ces surfaces sont ensuite comptées 
donnant un nombre de synapses excitatrices et un nombre de synapses inhibitrices. Ces 
scores sont ramenés à un ratio Synapses VGluT1/Synapses VGAT par soma Tomato.  
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3. Résultats 
1) Activité électrique des neurones AgRP et POMC en fonction de l’état 
prandial.  
Dans un premier temps, nous avons mesuré l’activité électrique basale des neurones 
AgRP et des neurones POMC par une technique de patch clamp en configuration cellule 
attachée en fonction des 3 situations expérimentales. Nous avons mesuré le taux de 
décharge des neurones correspondant à la fréquence des potentiels d’action émis par les 
neurones. 
Une heure de régime standard provoque une augmentation de la fréquence des 
potentiels d’action générés par les neurones POMC par rapport à l’état PRE (1h-SD : 
2.030 ± 0.538 Hz, N= 4souris ; n=15 neurones versus PRE : 0.6298 ± 0.321 Hz, N=4 
souris ; n=17 neurones ; ** : p=0.0065) (Figure 13A).  
A contrario, la fréquence des potentiels d’action observés après une heure de régime 
gras ne diffère pas de celle de l’état PRE et est inférieure à celle de l’état 1h-SD (1h-HFD : 
0.6120 ± 0.246 Hz ; N=3 souris ; n=15 neurones versus 1h-SD ; * : p=0.018) (Figure 13A).  
En ce qui concerne l’activité électrique des neurones AgRP, celle-ci n’est pas modifiée en 
fonction de l’état prandial (PRE : 0.7517 ± 0.2005 Hz, N=4 souris, n=28 neurones versus 
1h-SD : 0.7474 ± 0.1997 Hz, N=5 souris, n=28 neurones) (Figure 13B). Ce résultat 
montre également une grande hétérogénéité de fréquence de décharge au sein de la 
population neuronale AgRP dans nos conditions expérimentales. Aux vues de ces 
résultats, nous avons poursuivi l’étude sur les neurones POMC uniquement. 
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Figure 14 : Activité électrique basale des neurones POMC et des neurones AgRP en 
fonction de l’état prandial. A : Taux de décharge des neurones POMC en fonction de l’état 
prandial en Hertz ; B : Taux de décharge des neurones AgRP en fonction de l’état 
prandial en Hertz. N=3-4 souris par groupe, n=15-20 neurones par groupe, ** : p<0.005, 
* : p<0.05. 
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2) Tonus inhibiteur reçu par les neurones POMC 
L’activité neuronale est influencée par différents facteurs intrinsèques (sensibilité, 
réactivité) et extrinsèques, incluant les activités présynaptiques et les modulations 
gliales. 
Pour déterminer les bases des modifications d’activités électriques des neurones POMC 
en fonction de l’état prandial, nous avons mesuré le tonus inhibiteur reçu par les 
neurones POMC. Pour cela, nous avons mesuré les courants miniatures inhibiteurs en 
s’affranchissant des potentiels d’actions envoyés par d’autres neurones avec l’emploi 
d’une drogue coupant cette activité électrique, la tétrodotoxine (TTX). Les courants alors 
observés sont la résultante de fusions spontanées de vésicules chargées en 
neurotransmetteurs au niveau de la fente synaptique. Des bloqueurs pharmacologiques 
des courants GABA et des courants Glutamate permettent respectivement d’évaluer le 
tonus excitateur ou le tonus inhibiteur. 
Les résultats montrent que la fréquence des courants miniatures inhibiteurs reçus par 
les neurones POMC diminue dans l’état 1h-SD par rapport à l’état PRE (1h-SD : 0.5240 ± 
0.088 Hz, N= 4souris, n= 10neurones versus PRE : 0.8022 ± 0.094 Hz, N= 3souris, n=17 
neurones ; * : p=0.0473) (Figure 14A). En revanche, la fréquence des courants 
miniatures inhibiteurs reçus par les neurones POMC dans l’état 1h-HFD ne diffère pas de 
celle de l’état PRE mais est supérieure à celle de l’état 1h-SD (1h-HFD : 0.9725 ± 0.162 
Hz, N=4 souris, n=12 neurones ; * : p=0.04) (Figure 14A). De plus, l’amplitude des 
courants miniatures inhibiteurs ne diffère pas entre les 3 états prandiaux (PRE : -26.38 ± 
1.666 pA versus 1h-SD : -28.08 ± 3.274 pA versus 1h-HFD : -29.52 ± 1.883 pA) (Figure 
14B).  
Ces résultats indiquent que le tonus inhibiteur reçu par les neurones POMC varie selon 
l’état prandial et la nature de l’aliment. L’absence de modification d’amplitude des 
courants suggère une régulation présynaptique uniquement (réorganisation synaptique, 
influence gliale) et non postsynaptique (sensibilité et réactivité du neurone inchangée). 
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Figure 15 : Fréquence et amplitude des courants miniatures inhibiteurs reçus par les 
neurones POMC en fonction de l’état prandial. A : Fréquence des mIPSC en Hertz ;      B : 
Amplitude des mIPSC en pA. N=3-4 souris par groupe, n=15-20 neurones par groupe,          
* : p<0.05. 
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3) Densité synaptique sur les neurones POMC en fonction de l’état prandial.  
Pour compléter l’exploration de phénomènes de plasticité synaptique, l’étape 
indispensable consiste à déterminer au niveau neuro-anatomique et structural la 
densité synaptique contactant les neurones POMC. La stratégie que nous avons adoptée 
est la reconnaissance visuelle en microscopie électronique des structures synaptiques 
directement apposées sur les neurones POMC à l’échelle électronique.  
Nous avons effectué un comptage des synapses au niveau ultrastructural sur les 
neurones POMC dans les trois états prandiaux. Les synapses ont été comptées et la 
densité synaptique, exprimée en nombre de synapse par 100µm de périmètre somatique 
a été extrapolée afin de standardiser les mesures (Figure 15A).  
Les résultats ne montrent aucune différence de densité synaptique contactant les 
neurones POMC en fonction de l’état prandial (PRE : 8.084 ± 1.085 synapses/100µm 
N=4souris, n=14 neurones versus 1h-SD : 6.631 ± 0.792 synapses/100µm N=4 souris, 
n=22 neurones versus 1h-HFD : 8.674 ± 1.261 synapses/100µm, N=3souris, n=21 
neurones) (Figure 15B). Cependant cette densité synaptique prend en compte toutes les 
synapses, quel que soit leur type (excitatrice ou inhibitrice) et ne permet pas d’estimer 
une inversion possible dans la nature des synapses présentes. 
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Figure 16 : Densité synaptique sur les corps cellulaires POMC en fonction de l’état 
prandial. A : Microphotographie d’un neurone POMC-Tomato, pseudocoloration rose : 
structures synaptiques; B : Densité synaptique exprimée en nombre de synapses par 
100µm de périmètre somatique. N=3-4 souris par groupe, n=15-20 neurones par 
groupe.           
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4) Configuration synaptique et état prandial 
Afin d’apprécier un éventuel changement dans la nature des synapses contactant les 
neurones POMC, déclenché lors d’un changement d’état prandial, nous avons identifié et 
comptabilisé les synapses après immunomarquage et observation en microscopie 
confocale. Nous avons sélectionné des marqueurs présynaptiques spécifiques soit des 
synapses inhibitrices soit des synapses excitatrices. Nous avons choisi le marqueur 
VGAT pour les synapses inhibitrices et VGluT1 pour les synapses excitatrices. Les 
synapses de chaque type contactant le corps cellulaire des neurones POMC ont été 
comptées et les scores ramenés à un ratio VGluT1 positif/ VGAT positif afin de 
standardiser les mesures (Figure 16A). 
L’analyse montre que le ratio VGlut1 positif/VGAT positif ne présente pas de différence 
significative entre l’état PRE et l’état 1h-SD (PRE : 0.491 ± 0.075, N= 4 souris, n= 68 
neurones versus 1h-SD : 0.6202 ± 0.057, N= 4 souris, n= 77 neurones) (Figure 16B).  
En revanche, le ratio VGluT1/VGAT est augmenté dans l’état 1h-HFD comparé à l’état 
PRE et 1h-SD (1h-HFD : 2.047 ± 0.186, N=3 souris, n= 72 neurones versus 1h-SD : *** : 
p<0.0001 et versus PRE : *** : p<0.0001) (Figure 16B).  
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Figure 17 : Configuration synaptique sur les corps cellulaires POMC en fonction de l’état 
prandial. A : Microphotographie de neurones POMC-Tomato, rouge : Détection de la 
Tomato, vert : Détection du marqueur des synapses inhibitrices VGAT, magenta : 
Détection du marqueur des synapses excitatrices VGluT1, flèches blanches : boutons 
synaptiques contactant un corps cellulaire POMC ; B : Ratio du nombre de boutons 
synaptiques VGluT1 positifs sur le nombre de boutons synaptiques VGAT positifs 
exprimé par soma POMC. N=4 souris par groupe, n=60 à 75 neurones par groupe, *** : 
p<0.0001.           
 
 
 
 
  
94 
 
4. Interprétation 
Dans cette étude nous montrons pour la première fois que l’activité des neurones POMC 
peut être modifiée à court terme (au bout d’une heure) en fonction de l’état prandial.  
En effet, la situation post-prandiale, qui ne présente pas de fluctuations hormonales 
manifestes à une heure, est associée à une augmentation de l’activité des neurones 
POMC.  Et cet effet n’est visible qu’avec le régime standard, consommé habituellement 
par les souris. L’activation des neurones POMC dans la situation post-prandiale est 
cohérente avec le rôle anorexigène des neurones POMC suite à une prise alimentaire, et 
correspond par conséquent à une réponse physiologique adaptée.  
Cependant, cette augmentation de l’activité des neurones POMC observée en 
électrophysiologie n’est pas corrélée à des modifications de configuration synaptique : 
en effet, la densité synaptique présente à la surface des neurones POMC et la 
configuration synaptique ne sont pas modifiées en condition 1h-SD par rapport à la 
condition PRE. 
Il faut également relever ici la spécificité de la réponse. En effet, si l’on change la nature 
du régime pour un régime plus riche en lipides, l’activation des neurones POMC au bout 
d’une heure de consommation n’est plus présente malgré une consommation de 
nourriture identique à 1h-SD. La nature du régime semble donc influencer l’activation 
ou non des neurones POMC à cette échelle de temps. Ainsi un régime gras palatable et 
qualifié comme non satiétogène n’active pas les neurones POMC à l’échelle des repas, en 
dépit d’une consommation identique en masse. Pour autant, cette activité POMC qui 
reste basse est corrélée à une modification de la configuration synaptique: les neurones 
POMC qui ne s’activent pas suite à 1h d’exposition à un régime gras, présentent un plus 
grand nombre de synapses excitatrices sur leur soma. Les observations 
électrophysiologiques ne corroborent pas cette donnée et suggèrent que ce remodelage 
physique n’est pas encore fonctionnel à cette échelle de temps. Ainsi on peut supposer 
que la consommation d’un régime riche en lipides induirait à très court terme un 
recablage synaptique adaptatif autour des neurones POMC en faveur des synapses 
excitatrices qui viserait à activer les neurones POMC à plus long terme. Ce remodelage 
synaptique ne semble pas être déclenché lors de la consommation d’un régime standard 
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et équilibré, ce qui suggère que d’autres éléments interviennent dans la régulation 
présynaptique des neurones POMC dans cette situation. 
Les astrocytes, étant des cellules hautement réactives, modulatrices de la transmission 
synaptique apparaissent comme des candidats potentiels qui pourraient contribuer à la 
régulation de l’activité des neurones POMC, dans la condition 1h-SD. 
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1. Objectifs.  
Récemment, il a été montré que les astrocytes jouaient un rôle dans le contrôle de la 
balance énergétique, en relation avec les neurones du système à mélanocortine du 
noyau arqué (García-Cáceres et al. 2016; Kim et al. 2014). Les astrocytes sont des 
cellules gliales très labiles pouvant réagir à court terme à des signaux 
environnementaux. Ces cellules ont la capacité de modifier très rapidement leur 
morphologie afin de s’adapter aux signaux de l’environnement. Les astrocytes sont 
également capable de modifier la transmission synaptique en recaptant les 
neurotransmetteurs au niveau de la fente synaptique et en sécrétant des 
gliotransmetteurs inhibiteurs tels que l’adénosine, la sérine ou encore le GABA. Il 
convenait donc d’explorer les modifications morphologiques astrocytaires au niveau du 
noyau arqué et en périphérie des neurones POMC, comme étant des facteurs potentiels 
pouvant expliquer les modifications d’activité des neurones POMC en fonction de l’état 
prandial. 
2. Matériel et méthodes 
5) Animaux 
Les souris mâles sont placées dès le sevrage dans une pièce d’hébergement ayant un 
rythme décalé (10h30 OFF ; 22h30 ON) permettant de faciliter l’expérimentation. Dans 
cette étude, nous avons utilisés deux lignées de souris: la lignée C57BL6j et  la lignée 
POMC-Tomato qui exprime la protéine fluorescente Tomato les neurones POMC d’autre 
part. 
La modélisation de l’état prandial a été détaillée dans le chapitre « Stratégies » : les 
souris en condition PRE sont mises à jeun deux heures avant la période nocturne, les 
souris en condition 1h-SD sont mise à jeun deux heures avant la période nocturne et re-
nourries sur la première heure de la période nocturne, les souris en conditions 1h-HFD 
sont mises à jeun deux heures avant la période nocturne et re-nourries avec un régime 
HFD pendant la première heure de la période nocturne. 
ETUDE 3 : PLASTICITE ASTROCYTAIRE DU NOYAU 
ARQUE EN FONCTION DE L’ETAT PRANDIAL 
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1) Microscopie à fluorescence 
Des souris mâles C57Bl6j de 8 semaines sont anesthésiées par une dose létale de 
kétamine-xylasine (80mg/kg-12mg/kg). Elles sont ensuite perfusées par voie 
intracardiaque avec 15mL de PBS 1X et 40mL de PFA 4% dilué dans du PB 0.1M. Les 
cerveaux sont ensuite post-fixés sur la nuit à 4°C dans la même solution fixatrice. Les 
cerveaux sont ensuite cryoprotégés dans une solution de sucrose à 30% pendant 48 à 
72h. Après cryoprotection,  les cerveaux sont congelés dans un bain d’isopentane 
maintenu à -65°C et coupés au cryostat en tranches de 16 µm d’épaisseur. La protéine 
GFAP est révélée à l’aide d’un anticorps monoclonal anti GFAP produit chez la souris 
(1/2000, Sigma). Les complexes immuns sont révélés à l’aide d’un anticorps anti souris 
couplé à un fluorophore Alexa 488 (Life Technologies). Les coupes sont ensuite montées 
entre lames et lamelles dans un milieu de montage hydrophile et observées à l’aide d’un 
microscope à fluorescence Axio Imager M2 (Zeiss). 
2) Immunohistochimie associée à la Microscopie Electronique à Transmission 
Cette procédure est détaillée dans l’étude 1. 
3) Analyse d’images 
Les images obtenues en microscopie électronique à transmission sont tout d’abord 
analysées de façon visuelle afin de repérer les différentes structures astrocytaires 
accolées aux somas des neurones. Les photographies sont ensuite ouvertes sous ImageJ. 
Le périmètre du neurone, sa diagonale maximum et son aire sont mesurés. Les 
structures astrocytaires sont mesurées (aire, périmètre, diagonale maximum) ainsi que 
leur distance de contact avec le neurone, ramenée à un pourcentage de couverture 
astrocytaire.  
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3. Résultats 
1) Réactivité astrocytaire dans le noyau arqué et état prandial.  
Les astrocytes peuvent changer rapidement de forme lors de leur activation: ils émettent 
des prolongements plus longs et plus épais ou se rétractent. Le marquage de la protéine 
GFAP permet de mettre en valeur le cytosquelette de cellules GFAP positives qui sont en 
majorité des astrocytes. Une première approche d’exploration de la plasticité 
astrocytaire dans le noyau arqué est de détecter par immunomarquage la surface 
occupée par la protéine GFAP. Dans cette étude nous avons effectué un 
immunomarquage de la GFAP dans le noyau arqué dans nos trois états prandiaux 
expérimentaux : l’état PRE, l’état 1h-SD et l’état 1h-HFD (Figure 17A).  
La surface de l’immunoréactivité pour la protéine GFAP est augmentée dans les deux 
états post-prandiaux 1h-SD et 1h-HFD (Figure 17B). Dans la situation 1h-SD la surface 
de marquage contre la GFAP montre une forte tendance à l’augmentation (+41%) par 
rapport à la situation PRE (PRE : 100.0 ± 12.51 u.a. N=12 souris versus 1h-SD : 141.7 ± 
15.08 u.a. N=12 souris ; p=0.054). Dans la situation 1h-HFD, la surface de marquage 
augmente significativement par rapport à la situation PRE (1h-HFD : 168.0 ± 22.89 u.a., 
N=12 souris, * : p=0.0161). Aucune différence est détectée entre la surface de marquage 
GFAP dans la situation 1h-SD par rapport à la situation 1h-HFD. 
Cette première approche montre que les astrocytes montrent une réactivité dans les 2 
états post-prandiaux suggérant l’activation de ces cellules à l’échelle des repas. 
L’activation astrocytaire postprandiale pourrait s’accompagner de modifications 
d’interaction avec les neurones, en particulier avec les neurones POMC. 
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Figure 18 : Réactivité astrocytaire dans le noyau arqué en fonction de l’état prandial. A : 
Microphotographies représentatives du marquage dirigé contre la protéine GFAP dans 
les conditions PRE, 1h-SD et 1h-HFD. B : Surface du marquage dirigé contre la protéine 
GFAP révélé en fluorescence en unités arbitraires. N= 10-12 souris par groupe. 
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2) Relation astrocyte-neurone POMC : exploration de la couverture 
astrocytaire.  
Afin d’explorer les relations astrocytes-neurones POMC nous avons déterminé en MET le 
nombre de contacts astrocytaires sur les somas POMC et nous avons mesuré la 
couverture astrocytaire c’est-à-dire la distance de contact des astrocytes sur les corps 
cellulaires POMC-Tomato (Figure 18A). 
 Notre étude montre une diminution de la couverture astrocytaire sur les somas POMC 
dans l’état 1h-SD par rapport à l’état PRE (1h-SD : 28.61 ± 1.936 %, N=4 souris, n=22 
neurones versus PRE : 39.83 ± 1.625 %, N=4souris, n=14 neurones ; *** : p=0.0003) 
(Figure 18B). En revanche l’état 1h-HFD ne montre aucune modification de la 
couverture astrocytaire par rapport à l’état PRE mais augmente par rapport à l’état 1h-
SD (1h-HFD : 42.72 ± 2.596 %, N=3 souris, n=21 neurones versus 1h-SD : *** : p=0.0004) 
(Figure 18B). 
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Figure 19 : Mesure de la couverture astrocytaire en périphérie des neurones POMC. A : 
Microphotographie et zoom d’un neurone POMC-Tomato marqué à la DAB. 
Pseudocoloration rose : objets astrocytaires. B : Représentation graphique de la 
couverture astrocytaire en fonction de l’état prandial exprimée par 100µm de soma 
POMC. *** : p<0.0005, N=3 à 4 souris par groupe, n=15-25 neurones par groupe. 
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4. Interprétation 
Les résultats indiquent que les astrocytes sont sensibles à l’état prandial et leur 
morphologie évolue en fonction de celui-ci. Nous avons ainsi mis en évidence une 
rétractation astrocytaire post-prandiale autour des somas des neurones POMC. De plus, 
on observe une corrélation inverse entre couverture gliale péri-somatique et activité 
électrique des neurones POMC, suggérant un rôle inhibiteur des astrocytes sur les 
neurones POMC. En effet, la rétractation astrocytaire postprandiale dans l’état 1h-SD est 
corrélée à une augmentation de l’activité électrique des neurones POMC. Cette 
diminution des contacts astrocytaires pourraient conditionner cette augmentation 
d’activité selon deux modalités: 
– En diminuant la recapture du glutamate au niveau des synapses excitatrices 
apposées sur les neurones POMC, provoquant ainsi une augmentation de la 
liaison du glutamate à son récepteur post-synaptique et une augmentation de 
courants excitateurs au niveau du neurone POMC. 
– En diminuant l’inhibition directe du neurone POMC par l’astrocyte via des 
gliotransmetteurs inhibiteurs tels que l’adénosine, la d-sérine ou encore le GABA. 
De plus, dans l’état 1h-HFD, la couverture astrocytaire, semblable à l’état PRE est 
corrélée à une activité électrique des neurones POMC qui reste basse. Ainsi, le maintien 
de ces contacts astrocytaires pourrait maintenir une recapture importante du glutamate 
au niveau des synapses excitatrices apposées sur les neurones POMC et/ou pourrait 
maintenir une inhibition directe forte par l’astrocyte de l’activité électrique via des 
neurotransmetteurs inhibiteurs.  
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1. Objectifs 
Dans les chapitres précédents, nous avons montré que l’activité électrique du neurone 
POMC est dépendante de l’état prandial et de la nature du régime consommé. Les 
neurones POMC sont activés après une heure d’exposition à un régime standard. Cette 
activation est corrélée à une diminution de la couverture astrocytaire sans changement 
synaptique. Les fluctuations hormonales ne semblent pas expliquer les modifications 
post-prandiales structurales et fonctionnelles des neurones POMC. En revanche, le 
glucose est capable d’induire un remodelage morphologique des cellules gliales, en 
particulier au niveau des tanycytes (Langlet et al. 2013). La sensibilité des astrocytes au 
glucose pourrait expliquer ce phénomène de rétractation astrocytaire autour des 
neurones POMC. En effet, les astrocytes possèdent la machinerie cellulaire nécessaire au 
transport et à la détection du glucose sanguin et sont capables de moduler l’activité des 
neurones POMC en sécrétant des métabolites du glucose comme le lactate, indispensable 
au fonctionnement du neurone (Levin et al. 2011). L’objectif de cette étude est de 
vérifier si le glucose est capable d’induire une plasticité astrocytaire autour des 
neurones POMC. Nous avons choisi d’utiliser une approche dite de « perte de fonction » 
du glucose en utilisant un antagoniste pharmacologique des transporteurs au glucose au 
niveau intestinal et rénal : le LX4211. Cette molécule inhibe les canaux SGLT1 
intestinaux, et bloque ainsi l’absorption intestinale du glucose, et inhibe les canaux 
SGLT2 rénaux, et bloque ainsi la réabsorption tubulaire du glucose et favorise son 
élimination. 
ETUDE 4 : LE GLUCOSE, UN SIGNAL POSSIBLE DE 
PLASTICITE ASTROCYTAIRE DANS LE SYSTEME A 
MELANOCORTINE 
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2. Matériel et Méthodes 
1) Animaux 
Les animaux sont hébergés dans les mêmes conditions de rythmicité et d’habituation 
que dans les études précédentes. Dans cette étude, nous avons utilisés deux lignées de 
souris : la lignée C57BL6j et la lignée POMC-Tomato qui exprime la protéine fluorescente 
Tomato dans les neurones POMC. Puisque la régulation des neurones POMC et le 
remodelage astrocytaire associé ne sont observés qu’en situation post-prandiale sous 
régime standard, nous avons étudié le rôle du glucose dans cette condition uniquement. 
Pour cela, nous avons injecté l’antagoniste LX4211 avant la réalimentation et observé les 
effets de cette injection sur la glycémie post-prandiale et la couverture astrocytaires des 
neurones POMC (Figure 19). 
Afin d’éviter d’influencer la consommation de nourriture par le stress lié à l’injection du 
LX4211 ou du véhicule, les animaux sont habitués à la contention et à l’injection 
intrapéritonéale de solution de NaCL à 0.9% pendant 3 jours avant le début de 
l’expérience. Cela évite également l’hyperglycémie réactionnelle provoquée par le stress. 
La glycémie est prise sur animaux vigiles à la veine de la queue.  
 
Figure 20 : Représentation schématique du paradigme expérimental utilisé pour le 
traitement au LX 4211. t : repère temporel ayant pour origine l’extinction des lumières ; 
Refeeding : remise à disposition de la nourriture ad libitum. 
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2) Agent pharmacologique utilisé 
Le LX4211 (Advanced ChemBlocks Inc.) est un inhibiteur des transporteurs SGLT1 et 
SGLT2. Le LX4211 a été préparé dans une solution contenant 2.5% de DMSO, 22.5% de 
PEG300, qsp NaCl 0.9%, afin d’être injecté à une dose de 60mg/kg (100µl i.p.), une demi-
heure avant le début de la période nocturne et de la remise à disposition de la 
nourriture. 
3) Immunohistochimie associée à la microscopie électronique à transmission 
et analyse d’image 
Cette procédure est détaillée dans l’étude 2 et dans l’étude 3. 
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3. Résultats 
1) Evolution temporelle de la glycémie post-prandiale sous régime standard 
Afin de suivre l’évolution de la glycémie post-prandiale, nous avons mesuré le taux de 
glucose circulant à 20 minutes, 40 min et 60 min post-prandiales. Cette expérience 
montre qu’un pic de glucose survient à 20 minutes post prandial uniquement dans la 
condition nourriture SD par rapport à la ligne de base définie par la glycémie en 
condition PRE (PRE : 150.1 ± 5.832 mg/dl ; 20min-SD : 125.06 ± 4.24% de la ligne de 
base N=9 souris versus 20 min-HFD : 101.60 ± 3.63% de la ligne de base, N=9 souris). Ce 
taux de glucose circulant revient à la ligne de base à 40 minutes et à 60 minutes dans nos 
deux groupes expérimentaux (40min-SD : 104.52 ± 3.58% de la ligne de base, N=9 souris 
versus 40min-HFD : 95.34 ± 2.11% de la ligne de base, N=9 souris) (Figure 20). 
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Figure 21 : Cinétique des taux de glucose circulant au cours d’une heure d’exposition à 
un régime standard et à un régime gras pendant la première heure de la période 
nocturne. Représentation graphique de la cinétique de la glycémie exprimée en 
pourcentage de la ligne de base. N=9 animaux par point, ** : p<0.005. 
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2) Le LX4211 inhibe le pic post-prandial de glucose 
Avant d’évaluer l’effet du LX4211 sur la plasticité astrocytaire, il était nécessaire dans un 
premier temps de contrôler l’efficacité du LX4211 à moduler le pic post-prandial de 
glucose observé après 20 minutes de réalimentation. Après habituation à la contention 
et à la prise de glycémie 3 jours avant le début de l’expérience, la glycémie a été prise à 
la veine de la queue après injection du LX4211 ou du véhicule NaCl 0.9% dans la 
situation PRE, et à 20 minutes post-prandiales (20min-SD). 
L’injection de NaCl précédant l’état PRE et l’état 20min-SD ne modifie pas la glycémie en 
condition PRE (PRE+NaCl : 136.5 ± 3.775 dg/dl, N=7 souris), ni son évolution en 
condition post-prandiale 20min-SD (20min-SD+NaCl : 165 ± 3.856 dg/dl, N=7 souris ; 
** : p=0.0057) (Figure 21). 
En revanche, l’injection de LX4211 bloque totalement l’élévation de la glycémie à 20min-
SD par rapport à 20min-SD précédé d’une injection de NaCl (20min-SD+LX : 152.2 ± 
3.429 dg/dl, N=7 souris ; * : p=0.0103) (Figure 21). 
L’injection de LX4211 en intrapéritonéale permet un blocage efficace du pic de glucose 
observé dans notre modèle à 20 minutes post-prandial. Nous pouvons donc utiliser cette 
approche pour évaluer l’effet de ce pic de glucose sur la plasticité astrocytaire. 
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Figure 22 : Représentation graphique du taux de glucose sanguin dans la condition PRE 
précédée d’une injection de NaCl et en condition 20min-SD après injection de NaCl ou de 
LX4211. Glycémie exprimée en mg/dl ; N= 7 souris par groupe, * : p<0.05, ** : p<0.005. 
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3) Blocage périphérique du glucose et couverture gliale sur les neurones 
POMC 
Après avoir vérifié l’efficacité du LX4211 à inhiber le pic glycémique post-prandial, nous 
avons mesuré l’effet de ce traitement sur la plasticité astrocytaire en évaluant le 
remodelage des astrocytes sur les neurones POMC. Pour cela nous avons mesuré la 
couverture gliale à 1h-SD après traitement au LX4211 ou au véhicule NaCl 0.9%.  
L’injection de NaCl ne modifie pas la rétractation astrocytaire sur les neurones POMC. En 
revanche, le blocage du pic de glucose par le LX4211 maintient la couverture 
astrocytaire élevée sur les neurones POMC (1h-SD+NaCl : 22.07 ± 2.089 %, N=3 souris, 
n=5 neurones versus 1h-SD+LX4211 : 35.22 ± 2.358 %, N=3 souris, n=7 neurones ; ** : 
p=0.007) (Figure 22). 
A noter que cette expérience devra être reproduite vu le petit nombre de neurones 
analysés afin de confirmer ce résultat faible. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
115 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 23 : Mesure de la couverture astrocytaire en périphérie des neurones POMC à 1h-
SD en fonction du traitement. Représentation graphique de la couverture astrocytaire en 
fonction du traitement exprimée en µm par 100µm de soma POMC. ** : p<0.005, N=3 à 4 
souris par groupe, n=5 à 9 neurones par groupe. 
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4. Interprétation 
Nos résultats indiquent que le pic post-prandial de glucose est nécessaire pour 
déclencher les modifications astrocytaires post-prandiales. 
Par conséquent, l’absence de signal glucose en condition 1h-HFD expliquerait le 
maintien des contacts astrocytaires sur les neurones POMC.  
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1. Objectifs 
Chez la souris, le comportement alimentaire ne comprend pas de repas à proprement 
parler. En effet, il s’agit plutôt d’une succession de prises alimentaires courtes que l’on 
appelle « bouts ». 
Nous avons montré dans les parties précédentes qu’une rétractation astrocytaire se 
produit autour des neurones POMC en condition post-prandiale. Ces changements 
morphologiques sont corrélés à une augmentation d’activité des neurones POMC et 
pourraient donc impacter le comportement alimentaire. 
L’objectif de cette étude est d’évaluer si les astrocytes hypothalamiques peuvent 
effectivement contrôler le comportement alimentaire chez la souris. Pour tester cette 
hypothèse, il est nécessaire de manipuler spécifiquement les astrocytes 
hypothalamiques. Les outils pharmacogénétiques semblent être indiqués pour réaliser 
cette manipulation cellule-spécifique. Dans cette étude, nous avons donc utilisé une 
approche pharmacogénétique ciblée sur les astrocytes hypothalamiques et évalué 
l’impact d’une manipulation de ces cellules sur le comportement alimentaire. 
 
2. Matériel et Méthodes 
1) Animaux 
Dans cette étude, nous avons travaillé sur des souris mâles âgées de 8 semaines de la 
lignée C57Bl6J et sur la lignée POMC-Tomato, toutes deux incluses dans notre paradigme 
expérimental modélisant l’état prandial. 
2) Mesure de la prise alimentaire par le système BioDaq 
Le système Biodaq est un système de mesure automatisé de la prise alimentaire. Il 
repose sur l’enregistrement en temps réel de la quantité de nourriture ingérée mais 
ETUDE 5 : ROLE DES ASTROCYTES SUR LA 
REGULATION DE LA PRISE ALIMENTAIRE 
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aussi du rythme de consommation. Des balances très sensibles sont placées sous les 
mangeoires. Les prises alimentaires sont filtrées avec minimum de 0.02g, due à la 
sensibilité des balances. Dans ce système, les animaux doivent être habitués à leur 
nouvel environnement pendant quelques jours avant le début de l’expérience. Les 
mesures du comportement alimentaire sont effectuées en continu, sur 3 jours, dans 
toutes les conditions expérimentales, afin de pallier aux variations intra-individuelles et 
de façon appariée pour les animaux inclus dans l’étude de pharmacogénétique. 
3) Pharmacogénétique 
f) Principe 
Le principe de la pharmacogénétique est de faire exprimer aux cellules d’intérêt un 
récepteur dont le ligand est exclusivement exogène. Au cours de ma thèse j’ai utilisé les 
récepteurs DREADD : ce sont des récepteurs muscariniques modifiés couplés à des 
protéines G excitatrices (Gq) ou inhibitrices (Gi), qui sont activés par un ligand exogène 
la clozapine (CNO). Le couplage aux protéines G détermine l’action des DREADD sur les 
cellules : dans les neurones, un DREADD(Gq) activera le neurone, tandis qu’un 
DREADD(Gi) inactivera le neurone (Figure 23). 
Dans cette étude, nous avons manipulé l’activité astrocytaire hypothalamique. Cette 
spécificité cellulaire et spatiale est permise par l’injection de vecteurs viraux dans 
l’hypothalamus médio-basal en stéréotaxie. Nous avons utilisé des DREADD couplés à 
une protéine Gi dans l’optique d’inhiber l’activité astrocytaire. En effet, les DREADD(Gi) 
agissent au niveau intracellulaire en diminuant les taux d’AMP cyclique et les taux d’ions 
Ca2+. Cependant l’influence de ces effets sur l’activité astrocytaire est encore inconnue. 
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Figure 24 : Représentation schématique du principe de l’utilisation des DREADD afin de 
moduler l’activité des cellules neurales. (Adaptée d’après Lovic Laboratory Methods) 
 
g) Particules virales 
Les particules virales utilisées sont des virus adéno-associés (AAV). Ces particules 
présentent l’avantage d’être non-pathogènes. Les vecteurs utilisés portent une séquence 
ADN qui exprime le récepteur DREADD hM4D-Gi, c’est-à-dire un récepteur muscarinique 
modifié couplé à une protéine G inhibitrice, sous le promoteur GFAP, une protéine du 
cytosquelette exprimée en majorité dans les astrocytes. De plus, cette séquence porte le 
gène rapporteur de la mCitrine, une protéine fluorescente permettant de détecter les 
cellules infectées (rAAV8/GFAP-HA-Hm4D(Gi)-IRES-mCitrine, fournit par Virus Vector 
Core). 
h) Injection des particules virales 
Les animaux ont été anesthésiés par un mélange de kétamine-xylazine (80mg/kg-
12mg/kg). La souris a été ensuite placée dans un cadre stéréotaxique. Une injection de 
lidocaïne a été effectuée au niveau du crâne. Puis le scalp a été incisé afin de libérer le 
haut de la boîte crânienne. Le haut du crâne a  ensuite été percé par un mini foret de 
chaque côté de la suture sagittale et un nano-fil a été introduit dans ces trous afin 
d’injecter les particules virales dans l’hypothalamus médio-basal. Les coordonnées 
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d’injection sont les suivantes : 1.5 mm postérieur au bregma, 0.5 mm latéralement par 
rapport à la suture sagittale et 6 mm en profondeur. Les virus sont ensuite injectés à 
raison de 0.20µL/min pendant 5 minutes par côté à l’aide d’un micro-injecteur. Un délai 
de diffusion de 5 min a été respecté avant de retirer le nano-fil du crâne. Puis, le scalp a 
été suturé et les animaux ont reçu 300µL de kétoprofène (Ketofen) à une concentration 
de 5mg/kg. 
i) Rétablissement des souris 
Après l’opération les souris ont été surveillées quotidiennement sur une semaine. Le 
poids corporel a été suivi. Un jour après l’opération, les souris ont eu à disposition dans 
leur eau de boisson de l’ibuprofène afin de limiter l’inflammation au niveau cérébral. 
Après 7 jours, les animaux ont retrouvé un poids, une prise alimentaire et une activité 
similaires à la période préopératoire. Un temps supplémentaire de rétablissement de 3 à 
4 semaines de plus a été planifié pour permettre l’atténuation de la réaction 
inflammatoire locale déclenchée par l’infection virale. 
j) Injection de CNO 
Afin d’habituer les animaux à l’injection et à la contention, les souris ont reçu une 
injection intrapéritonéale quotidienne de véhicule 3 jours avant le début de 
l’enregistrement du comportement alimentaire. Le CNO est préparé dans de l’eau à une 
concentration stock de 5mg/ml (20X). Il est ensuite dilué dans du NaCl pour obtenir une 
concentration finale de 1mg/kg (1X). Le CNO est administré 30 minutes avant 
l’extinction des lumières (100µl de solution 1X). Le comportement alimentaire est 
enregistré sur toute la période nocturne (Figure 24). Les injections de NaCl et de CNO 
ont été faites de manière alternée 3 fois de suite pour chaque animal, afin que l’animal 
soit son propre contrôle. 
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Figure 25 : Représentation schématique de la procédure d’injection de CNO et 
d’enregistrement du comportement alimentaire 
 
4) Microscopie électronique 
La morphologie des astrocytes et les structures synaptiques en périphérie des neurones 
POMC ont été étudiées d’après les mêmes procédures que celles des études précédentes, 
dans la lignée POMC-Tomato. L’administration de CNO a lieu 30 minutes avant 
l’extinction des lumières. Les animaux sont sacrifiés en condition 1h-SD (Figure 25). 
 
Figure 26 : Représentation schématique de la procédure d’injection de CNO avant 
analyse en microscopie électronique 
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3. Résultats 
1) Inactivation des astrocytes via les DREADD et comportement alimentaire 
Nous nous sommes ensuite posé la question de savoir si une manipulation de l’astrocyte 
pouvait conduire à des modifications de comportement alimentaire. Nous avons donc 
mis en place une approche en pharmacogénétique, en faisant exprimer par les 
astrocytes du noyau arqué un récepteur DREADD inhibiteur. 
L’administration de CNO chez les souris C57BL6J exprimant le DREADD inhibiteur 
Hm4d-Gi dans les astrocytes induit un comportement alimentaire différent des mêmes 
souris opérées, injectées en i.p. avec du NaCl (Figure 26). 
Au bout de 6h après remise à disposition de la nourriture, le traitement au CNO induit 
des bouts sont plus longs (NaCl : 132.5 ± 16.38 s/bout versus CNO : 298.4 ± 27.17 s/bout, 
N=7 souris, *** : p=0.0002) (Figure 26C).  
L’injection de CNO induit également des bouts plus importants en termes de nourriture 
consommée (NaCl : 0.0657 ± 0.006 g/bout versus CNO : 0.0843 ± 0.004 g/bout, N=7 
souris, * : p= 0.0107) (Figure 26D), malgré une prise alimentaire identique entre les 
deux groupes (NaCl : 1.893 ± 0.1627 g versus CNO : 1.931 ± 0.2335 g, N=7 souris) (Figure 
26A).  
De plus, une tendance à la diminution du nombre de bouts est observée après injection 
de CNO (NaCl : 28.86 ± 1.625 bouts versus CNO : 23.43 ± 2.983 bouts, N=7souris, 
p=0.0577) (Figure 26B). 
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Figure 27 : Caractérisation de l’effet de l’inactivation par pharmacogénétique des 
astrocytes sur le comportement alimentaire au bout de 6h. A : Prise alimentaire globale 
en grammes ; B : Nombre de bouts ; C : Durée des bouts en seconde; D : Taille des 
bouts en grammes ; *** : p=0.0002, * : p=0.0107, N=7 souris. 
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2) Inactivation des astrocytes et plasticité astrocytaire et neuronale en 
périphérie des neurones POMC 
Nous avons ensuite voulu savoir si ce comportement alimentaire au bout de 6h était 
précédé d’un remodelage neuronal et/ou astrocytaire autour des neurones POMC à 1h 
après remise à disposition de la nourriture. 
Pour étudier cette plasticité nous avons utilisés les souris POMC-Tomato exprimant le 
DREADD inhibiteur hM4D-Gi dans les astrocytes. 
Après administration de CNO, la couverture astrocytaire diminue de manière 
significative autour des neurones POMC : 1h-SD+NaCl : 24.22 ± 2.183 %, N=3 souris, 
n=11 neurones versus 1h-SD+CNO : 17.83 ± 1.469 %, N=3 souris, n=7 neurones ; * : 
p=0.049 (Figure 27). 
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Figure 28 : Représentation graphique de la couverture astrocytaire sur les neurones 
POMC après inactivation des astrocytes par pharmacogénétique. Représentation 
graphique de la couverture astrocytaire en fonction du traitement exprimée en µm par 
100µm de soma POMC.   * : p=0.049 
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3) Nature du régime et comportement alimentaire 
Dans un deuxième temps, nous voulions savoir si les remodelages astrocytaires 
observés dans nos deux situations post-prandiales sont corrélés à un comportement 
alimentaire différent. Nous avons réalisé une étude du comportement alimentaire sur la 
période nocturne en utilisant des souris de la lignée C57BL6J et des souris de la lignée 
POMC-Tomato.  
Nous avons formé deux groupes de souris : 8 mâles C57BL6J et 4 mâles POMC-Tomato 
ont été soumis au régime standard et 6 mâles C57BL6J et 4 mâles POMC-Tomato ont été 
soumis au régime gras. Le comportement alimentaire a été enregistré par le système 
BioDaq sur toute la période nocturne (Figure 28). 
Les souris sous régime gras ont un nombre de bouts plus important durant la première 
heure nocturne (Figure 28A), malgré une consommation d’aliments équivalente (1h-SD : 
8.833 ± 7.234 bouts/1h, N=12 versus 1h-HFD : 13.70 ± 1.407 bouts/1h, N=10 souris ; ** : 
p=0.0042). Cet effet sur le comportement alimentaire est pérenne dans le temps 
puisqu’au bout de 3h de consommation du régime gras, les souris sous régime gras 
présentent encore des bouts plus nombreux qu’en condition standard (3h-SD : 25.58 ± 
2.503 bouts/3h, N=12 souris versus 3h-HFD : 37.33 ± 1.414 bouts/3h, N=10 souris ; ** : 
p=0.0014) (Figure 28 E) 
De plus, les souris sous régime gras font des bouts de plus courte durée que les souris 
sous régime standard (1h-SD : 207.1 ±34.05 s/bout, N=12 souris versus 1h-HFD : 59.79 ± 
8.665 s/bout, N=10 ; *** : p=0.0007). Cet effet sur le comportement alimentaire perdure 
à 3h (3h-SD : 182.4 ± 28.91 s/bout, N=12 souris versus 3h-HFD : 78.15 ± 11.73 s/bout, 
N=10 souris ; ** : p=0.0025) (Figure 28C). 
Nos résultats montrent que les souris sous régime gras ont un pattern comportemental 
différent des souris sous régime standard, quel que soit leur génotype (Figure 28 B, D, F, 
H). 
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Figure 29 : Comportement alimentaire et nature du régime. A : Nombre de bouts sur une 
heure ; B : Nombre de bouts sur une heure selon le génotype ; C : Durée des bouts sur 
une heure en secondes D : Durée des bouts sur une heure selon le génotype en secondes; 
E : Nombre de bouts sur 3 heures ; F : Nombre de bouts sur 3 heures selon le génotype ; 
G : Durée des bouts sur 3 heures en secondes ; H : Durée des bouts sur 3 heures selon le 
génotype en secondes. ** : p<0.005, *** : p<0.0005, a : significativement différent de b, b : 
significativement différent de a, cre/+ : lignée POMC-Tomato, +/+ : lignée C57BL6J. 
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4. Interprétation 
Nous avons voulu tester si les astrocytes du noyau arqué pouvaient influencer le 
comportement alimentaire. 
Nous avons utilisé une approche pharmacogénétique pour manipuler l’astrocyte  avec 
l’utilisation des DREADD inhibiteurs exprimés spécifiquement sous promoteur GFAP. La 
liaison du CNO au récepteur DREADD-Gi entraine une inactivation des astrocytes en 
agissant sur l’AMP cyclique intra cellulaire, les taux d’ions calcium et d’ions potassium. 
Cet effet est corrélé à un comportement alimentaire différent : en effet, au bout de 6h, les 
bouts sont plus longs et la consommation de nourriture pendant ces bouts est plus 
importante malgré une consommation d’aliment équivalente à celle observé sous 
condition contrôle.  Cet effet est corrélé à des modifications de couverture astrocytaire 
autour des neurones POMC : en effet, la liaison du CNO sur le récepteur DREADD 
entraine une diminution de la couverture astrocytaire, plus importante encore que celle 
observée dans la condition 1h-SD. La couverture astrocytaire autour des neurones 
POMC semble donc inversement corrélée à la satiété. 
Sous régime gras, les souris font des bouts plus courts et plus nombreux que sous régime 
équilibré malgré une consommation totale d’aliment équivalente. Ce comportement est 
relié à une absence de remodelage astrocytaire et à un remodelage synaptique sur les 
neurones POMC. Cependant, le lien de cause à effet entre ces deux phénomènes est 
difficile à interpréter si l’on s’en tient à ce résultat. En effet, le régime gras de par sa 
palatabilité, sa texture et sa valeur hédonique et sensoriel pourrait à lui-même modifier 
le comportement alimentaire.  
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1. Le système à mélanocortine présente des modifications à 
l’échelle des repas sans mettre en œuvre une plasticité 
synaptique 
Nos résultats suggèrent que la plasticité synaptique n’est pas récapitulée à l’échelle des 
repas sous régime standard. En effet, malgré une augmentation d’activité électrique 
associée à une diminution du tonus inhibiteur appliqué aux neurones POMC, il n’y a pas 
de modification de densité synaptique ou de configuration synaptique à la surface de ces 
neurones. La synaptogénèse étant coûteuse pour l’organisme, on peut imaginer que dans 
cette situation physiologique, l’organisme met en œuvre d’autres mécanismes pour 
réguler l’activité des neurones POMC dans la condition régime standard. Il est 
finalement probable qu’à chaque repas, les circuits modifient leur configuration 
synaptique. 
 
2. Les astrocytes du noyau arqué présentent une plasticité en 
fonction de l’état prandial, liée à l’hyperglycémie post-prandiale. 
Nos résultats montrent que les astrocytes sont capables de modifier leur morphologie 
en fonction de l’état prandial. Une réactivité astrocytaire accrue, matérialisée par une 
augmentation de la surface de marquage GFAP dans les deux états post-prandiaux, 
montre que les astrocytes peuvent s’activer en fonction de l’état prandial. De plus, cette 
activation est corrélée à des changements d’interaction entre les astrocytes et les 
neurones POMC. En effet, dans l’état 1h-SD, la couverture astrocytaire en périphérie des 
neurones POMC diminue. 
Cependant, les mécanismes moléculaires sous-tendant ces modifications 
morphologiques sont encore inconnus. Dans nos études, nous avons choisi de bloquer de 
façon pharmacologique l’absorption du glucose au niveau intestinal et rénal dans la 
situation 1h-SD, qui présente un pic de glucose post-prandial, afin d’observer les 
répercussions de ce blocage sur les interactions astrocyte-neurone POMC. Nous avons 
trouvé que le blocage du pic post-prandial de glucose entraine une diminution de la 
CONCLUSION GENERALE 
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couverture gliale en périphérie des neurones POMC ce qui suggère que le glucose 
pourrait être le signal déclenchant de cette plasticité astrocytaire en périphérie des 
neurones POMC. 
 
3. Un repas hyper-lipidique ne modifie pas l’activité du neurone 
POMC et ne déclenche pas de retractation gliale post-prandial 
mais induit une plasticité synaptique 
Notre étude montre qu’une courte exposition à un régime gras entraine des 
modifications du système à mélanocortine qui sont différentes de celles rencontrées en 
condition standard. En effet, l’exposition à un régime hyperlipidique n’entraine pas 
d’activation des neurones POMC, mais induit un remodelage synaptique montrant une 
augmentation des synapses excitatrices sur les corps cellulaires POMC. De plus, cette 
situation inédite pour l’animal ne s’accompagne pas de modification d’interaction 
astrocyte-neurone POMC malgré une activation astrocytaire de façon générale, dans le 
noyau arqué. Puisque l’activité électrique des neurones POMC n’est pas modifiée, on 
peut supposer que ce remodelage synaptique n’est pas encore opérationnel. Il pourrait 
le devenir à plus long terme si le régime se poursuit. En effet, il a été montré qu’après 
trois jours de régime hyper-lipidique, le tonus excitateur sur les neurones POMC est plus 
important et correspond à une réponse physiologique pour limiter la prise énergétique 
(Benani et al. 2012). 
Nos résultats montrent également que dans cette condition, le comportement 
alimentaire est modifié : les souris font des prises alimentaires ponctuelles plus courtes 
et plus nombreuses. Ce comportement peut être interprété comme du grignotage et 
suggère que le régime hyperlipidique serait moins satiétogène, et/ou que la valeur 
sensorielle de l’aliment pourrait également induire ce comportement différent, mais 
aussi que les remodelages gliaux différentiels observés en périphérie des neurones 
POMC entre régime standard et régime hyperlipidique pourraient avoir une 
répercussion directe sur le comportement alimentaire. 
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4. La manipulation pharmacogénétique des astrocytes du noyau 
arqué modifie le comportement alimentaire et les interactions 
neurone POMC-astrocyte 
Afin de vérifier le lien de cause à effet entre remodelage astrocytaire en périphérie des 
neurones POMC et le comportement alimentaire, nous avons effectué une étude du 
comportement suite à une manipulation de l’astrocyte. Nous avons choisi une approche 
pharmacogénétique d’inactivation des astrocytes en utilisant un récepteur DREADD 
inhibiteur liant le ligand exogène CNO, exprimé sous le récepteur GFAP. Nous avons 
montré que l’injection de CNO provoque un pattern comportemental différent de la 
condition contrôle au bout de 6h : les souris font des prises alimentaires ponctuelles de 
durée plus longue et consomment plus de nourriture pendant ces prises, malgré une 
prise alimentaire globale équivalente à la condition contrôle. De plus ce changement de 
comportement semble être précédé d’un remodelage astrocytaire et synaptique sur les 
neurones POMC à 1h après remise à disposition de la nourriture standard. Ces résultats 
suggèrent qu’un lien de cause à effet pourrait exister entre le comportement alimentaire 
et le remodelage astrocytaire en périphérie des neurones POMC. 
 
 
  
136 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
137 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 30 : Résumé graphique des résultats obtenus dans les études 2, 3, 4 et 5.  
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Nous avons développé un modèle expérimental permettant d’étudier des états 
prandiaux différents. En effet, chez la souris, le comportement alimentaire est tel qu’il ne 
présente pas de repas à proprement parler. Dans la littérature, l’analyse des repas chez 
la souris est déterminée par un regroupement de bouts selon des paramètres arbitraires 
de consommation ou encore d’intervalle entre bouts (Gotthardt and Bello 2017). De plus 
aucune modélisation de l’état prandial n’est référencée à ce jour, et cela est sans doute 
lié à la variabilité inter- et intra-individuelle du comportement alimentaire : en effet, une 
même souris peut avoir un comportement différent d’un jour à l’autre. Au début de ce 
projet, nous avons cherché en vain les caractéristiques d’un repas chez la souris, en 
prenant également en compte la prise hydrique. C’est pourquoi nous avons défini les 
états prandiaux de façon arbitraire. En revanche chez le rat, le comportement 
alimentaire est un comportement bien défini qui présente de longues périodes de non-
alimentation et de séquences de prise alimentaire caractérisé par des comportements 
stéréotypés de  grooming  ou nettoyage (Le Magnen et Devos, 1969 ; Strubbe et Woods 
2004). 
Nous n’avons pas observé de variations hormonales en situation post-prandiale dans le 
modèle expérimental et cela, quel que soit le régime. Ces résultats suggèrent que les 
concentrations hormonales plasmatiques sont relativement stables chez la souris à cette 
échelle de temps. Toutefois, il n’est pas exclu que des fluctuations hormonales brèves  à 
des temps plus courts interviennent, au moins pour l’insuline, en réponse à 
l’hyperglycémie post-prandiale. En effet, concernant la leptine, les fluctuations sont 
visibles à une échelle de temps plus longue et  dépendante des phases d’activité (période 
nocturne) et de repos (période diurne). 
Si l’on savait que l’activité des neurones POMC et des neurones AgRP est dépendante de 
l’état métabolique mais aussi des hormones telles que la leptine, l’insuline et la ghréline 
et du glucose, en revanche c’est la première fois qu’une une variation d’activité 
électrique des neurones POMC dépendante de l’état nutritionnel est observée à des 
temps aussi court qu’une heure. Cette variation d’activité ne semble pas liée aux 
hormones, si on tient compte des taux mesurés à une heure, mais pourrait être liée à 
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l’hyperglycémie post-prandiale. Cette hypothèse est supportée par le fait que le régime 
gras, appliqué pendant une heure n’induit pas de pic de glucose post-prandial et cette 
observation est corrélée à une non-activation des neurones POMC à une heure. Ces 
observations suggèrent que l’hyperglycémie transitoire visible à 20 minutes post-
prandiales, et qui disparait à 40 minutes et 60 minutes post-prandiales, aurait soit des 
effets retardés ou soit des effets initiés rapidement mais qui perdurent dans le temps sur 
l’activité électrique des neurones POMC. Ainsi, il n’est pas exclu que cette hyperglycémie 
brève ait provoqué un remodelage glial rapide, dont les effets perdureraient dans le 
temps afin de réguler l’activité observée à une heure. 
Nous n’avons pas observé de modification de l’activité électrique des neurones AgRP 
dans la condition post-prandiale 1h-SD, ce qui est surprenant car souvent, les neurones 
AgRP et les neurones POMC fonctionnent en opposition. Si l’on considère que le modèle 
transgénique AgRP-Tomato permet de visualiser l’ensemble des neurones AgRP, alors ce 
résultat pourrait être lié à une hétérogénéité dans la population AgRP (Betley et al. 
2013). Toutefois, il a été montré que les neurones AgRP intègrent non seulement le 
statut métabolique mais aussi les signaux hédoniques et environnementaux pour ajuster 
la prise alimentaire. Ainsi, on peut imaginer que notre paradigme expérimental et que 
l’habituation de nos souris à la restriction alimentaire pourrait déclencher une 
activation des neurones AgRP qui se désactiveraient dès le signal de réalimentation 
(expérimentateur, ouverture des mangeoires), malgré le fait que l’animal soit en 
situation de balance énergétique négative, ce qui confirmerait le rôle anticipatoire des 
neurones AgRP sur le contrôle de la prise alimentaire (Chen et al. 2015). 
Généralement, les courants miniatures reflètent le tonus présynaptique reçu par les 
neurones. Nous observons que le tonus inhibiteur reçu par les neurones POMC diminue 
dans la condition post-prandiale standard. Cela suggère qu’une levée de l’inhibition des 
neurones POMC a lieu dans cette condition post-prandiale. Or, nous n’avons pas décelé 
de modifications structurales dans cette condition expérimentale en ce qui concerne la 
configuration synaptique des neurones POMC : en effet, il n’y a pas de modifications en 
nombre et en nature des synapses somatiques. Si l’on considère que cette configuration 
synaptique somatique reflète l’ensemble des synapses reçues par le neurone POMC, 
alors les résultats suggèrent que les modifications de courants miniatures ne traduisent 
pas une plasticité synaptique mais intègre d’autres facteurs modulateurs extrinsèques 
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tels que la modulation gliale. En effet, on observe une rétractation astrocytaire post-
prandiale concomitante à l’augmentation de l’activité POMC et à la diminution du tonus 
inhibiteur reçu. En effet, les astrocytes sont capables de moduler la transmission 
synaptique i) de façon physique, en limitant l’accès du neurone aux synapses en 
périphérie, ii) de façon neurochimique en sécrétant des gliostransmetteurs tels que 
l’adénosine ou la d-sérine, en recaptant des neurotransmetteurs, comme le glutamate, au 
niveau de la fente synaptique iii) et de façon métabolique en agissant sur le métabolisme 
neuronal par exemple en limitant le passage de nutriments comme le lactate aux 
neurones avoisinants. Ainsi, en situation post-prandiale standard, la rétractation 
astrocytaire pourrait entrainer : 
– Une levée de l’inhibition directe de l’astrocyte sur le neurone par exemple via la 
sécrétion de GABA d’origine astrocytaire (Figure 30) 
– Une diminution de la recapture du glutamate au niveau des synapses excitatrices 
déjà en place sur le soma (Figure 31) 
– Ou encore une modulation physique de l’espace inter-synaptique qui pourrait 
permettre de concentrer ou au contraire de diluer les neurotransmetteurs 
sécrétés dans cet espace. 
Si l’on exclut les hormones, le glucose semble être le signal déclencheur possible de la 
plasticité gliale observé. Par une approche pharmacologique, nous avons bloqué au 
niveau périphérique le pic de glucose postprandial et nous avons observé que dans cette 
situation, la couverture astrocytaire est maintenue et non plus rétractée autour des 
somas POMC. Cela suggère que le pic postprandial de glucose serait nécessaire pour 
entrainer un remodelage astrocytaire en périphérie des neurones POMC. Si c’est le cas, 
c’est la première fois qu’un nutriment est identifié comme un signal déclencheur d’une 
plasticité neurogliale affectant les neurones POMC. Cela n’est pas improbable. En effet, il 
a été montré que le glucose pouvait influencer un autre type de plasticité gliale, celle 
rencontrée dans les tanycytes en fonction du statut métabolique (Langlet et al. 2013). 
Cela dit, une injection intrapéritonéale de glucose ne provoquait pas de remodelage glial. 
Cependant, ce bolus de glucose est administré après un jeûne de 12h, dans une situation 
où les concentrations plasmatiques en hormones peuvent varier de façon drastique et 
masquer les effets du glucose. De plus, selon la même étude, un effet de rétractation 
astrocytaire suite à une injection intrapéritonéale de glucose ne serait visible qu’après 
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une ablation génétique du récepteur à l’insuline spécifiquement dans les astrocytes. Qui 
qu’il en soit ces résultats indiquent que la rétractation astrocytaire est dépendante de la 
signalisation de l’insuline (García-Cáceres et al. 2016). 
Enfin nous avons cherché à déterminer l’implication de ces phénomènes de plasticité 
astrocytaire dans la modulation du comportement alimentaire. Par une approche 
pharmacogénétique, utilisant un récepteur DREADD inhibiteur exprimé spécifiquement 
dans les astrocytes, nous avons montré qu’au bout de 6h, le traitement au ligand CNO 
provoque une modification du comportement alimentaire. En effet, après administration 
du CNO, les souris font des prises alimentaires de durée plus longue et plus importantes 
en masse avec une tendance à diminuer ces prises par rapport aux souris injectées avec 
du véhicule. Dans la littérature, de telles expériences de suivi du comportement 
alimentaire suite à l’activation et à l’inactivation des astrocytes par les DREADD ont été 
effectuées. Yang et ses collaborateurs ont montré que l’inactivation des astrocytes ne 
modifie pas la prise alimentaire cumulée sur la période nocturne mais que cette 
inactivation influence la prise alimentaire médiée par les hormones telles que la ghréline 
et la leptine. Dans cette étude, l’activation des astrocytes provoque une augmentation de 
la prise alimentaire en début de période nocturne et module également la réponse 
comportementale à la ghréline et à la leptine (Yang et al. 2015). Cependant, ces études 
n’ont pas exploré le comportement alimentaire en termes de rythme de consommation 
de l’aliment et les études des réponses aux hormones ont été effectuées dans des 
paradigmes de restriction alimentaire prolongée et de réalimentation, situation dans 
laquelle, les hormones du métabolisme présentent de grandes variations. En parallèle, 
une deuxième étude utilisant les mêmes DREADD montrent des résultats différents : une 
activation des astrocytes par les DREADD induit une prise alimentaire plus importante, 
cette fois ci en début de période diurne (Chen et al. 2016). Les résultats distincts 
obtenus entre ces deux études seraient dû notamment aux doses différentes de CNO 
administrées. Selon Chen, une forte dose de 5mg/kg de CNO, comme utilisé par Yang et 
ses collaborateurs, pourrait induire une inhibition du comportement alimentaire. Dans 
notre étude nous avons choisi une dose intermédiaire de 1mg/kg afin de pallier à cette 
inhibition éventuelle, mais pouvant permettre une inactivation efficace des cellules 
ciblées par le DREADD(Gi). Dans les deux cas, l’activation astrocytaire semble favoriser 
la prise alimentaire. Nos résultats suggèrent que l’inactivation astrocytaire réduit le 
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grignotage et pourrait augmenter la satiété, ce qui finalement est cohérent avec les deux 
études précédentes. 
Enfin, nous avons montré que les modifications du comportement alimentaire au bout 
de 6h, après inactivation des astrocytes était précédées à 1h d’un remodelage 
astrocytaire. Ce remodelage est caractérisé par une rétractation de la couverture 
astrocytaire autour des neurones POMC. A notre connaissance, aucune étude de ce type 
n’a encore été rapportée. Nous proposons donc un lien entre couverture gliale, activité 
du neurone POMC et satiété. Ainsi une forte couverture astrocytaire favoriserait la prise 
alimentaire (ex : situation pré-prandiale, 1h-HFD), ce qui serait lié à une activité POMC 
réduite. En situation post-prandiale, le glucose pourrait stopper l’activité astrocytaire, et 
limiter la couverture astrocytaire sur les neurones POMC, ce qui réduirait la prise 
alimentaire. Ce qui est corroboré par l’étude pharmacogénétique dans laquelle la 
retractation astrocytaire forcée sous CNO est associée à un nombre de prises 
alimentaires réduites. L’ensemble des observations est résumé dans la figure 29. Une 
meilleure compréhension des mécanismes de modifications morphologiques des 
astrocytes permettra d’élucider cette question qui émerge, à savoir quelle est 
l’implication réelle des astrocytes sur le comportement alimentaire et existe-t-il un lien 
de cause à effet entre plasticité gliale en périphérie des neurones du système à 
mélanocortine et comportement alimentaire. 
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Figure 31 : Représentation 
graphique de l’hypothèse de 
l’inhibition directe par 
l’astrocyte dans notre modèle 
d’étude. 
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Figure 32 : Représentation 
graphique de l’hypothèse 
de la recapture du 
glutamate dans notre 
modèle d’étude.  
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Il convient dans un premier temps de conforter les résultats obtenus dans cette étude. 
En effet, l’étude la plasticité astrocytaire est basée sur une immunoréactivité globale et 
une appréciation morphologique des éléments astrocytaires sans identification.  Nous 
proposons donc dans un premier temps d’étudier la plasticité structurale de l’astrocyte 
en micro-injectant ex vivo dans un astrocyte du noyau arqué (à proximité d’un neurone 
POMC identifié par l’expression de la Tomato) un marqueur fluorescent tel que la 
biocytine dans l’état pré-prandial et l’état post-prandial standard. La biocytine 
remplissant tout le corps cellulaire de la cellule, cela permettra une reconstruction en 3 
dimensions de l’astrocyte (à proximité du neurone POMC) et permettra une étude 
morphométrique approfondie. Dans un deuxième temps, nous proposons une 
expérience d’électrophysiologie en patch-clamp sur l’astrocyte en mesurant la résistance 
membranaire, dont les variations peuvent indiquer une surface membranaire modifiée. 
Ces deux études ex vivo confirmeront la plasticité astrocytaire observée entre l’état pré-
prandial et l’état post-prandial sous régime standard. Enfin nous proposons une étude in 
vitro, sur culture d’astrocyte primaire, qui consiste à visualiser la polymérisation et 
dépolymérisation du cytosquelette d’actine en fonction du temps après un traitement 
des cultures au glucose (technologie Live-actin, collaboration avec Clémence Blouet, 
Cambridge, UK). Cette expérience permettrait de conforter nos résultats obtenus dans 
l’étude 4 concernant le rôle possible du glucose sur la plasticité gliale. Nous souhaitons 
aussi observer les mécanismes d’inhibition directe de l’astrocyte sur le neurone POMC 
en bloquant par exemple, les récepteurs du gliotransmetteur Adénosine A1 récepteur de 
façon pharmacologique. En aval de ces manipulations pharmacologiques nous 
proposons d’enregistrer les courants miniatures excitateurs et inhibiteurs afin de 
déterminer dans quelle proportion la cellule astrocytaire influence le tonus excitateur et 
inhibiteur reçus par les neurones POMC dans nos 3 situations prandiales. 
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Nous voudrions ensuite poursuivre la description du modèle expérimental. En effet, 
nous décrivons une variation d’activité électrique des neurones POMC associée à une 
plasticité astrocytaire en périphérie des somas POMC.  Pour établir formellement le lien 
entre la cellule astrocytaire et l’activité des neurones POMC, nous proposons de 
caractériser par une approche pharmacologique associée à l’électrophysiologie le mode 
d’action des astrocytes sur les neurones POMC. Nous pensons par exemple bloquer le 
transporteur du glutamate Glt-1, qui est spécifique des astrocytes, afin d’observer si 
l’astrocyte régule l’activité POMC en modulant la recapture du glutamate.  
Nous proposons ensuite de décrire la réactivité des astrocytes in situ et ex vivo dans nos 
3 situations. Par une approche en imagerie calcique, nous allons mesurer les vagues de 
calcium suite à un stimulus de glucose. Cette approche sera effectuée sur la condition 
pré-prandial, situation où la couverture astrocytaire est élevée et permettra de 
poursuivre la description de l’action du glucose sur l’astrocyte du noyau arqué et sur sa 
réactivité cellulaire. 
Pour aller plus loin, nous nous intéresserons également aux synapses non-somatiques, 
c’est-à-dire aux épines dendritiques. D’après Liu et ses collaborateurs, les neurones 
POMC semblent aspiniques, c’est-à-dire qu’ils présentent un nombre faible d’épines 
dendritiques comparés aux neurones AgRP (Liu et al. 2012). Nous proposons de 
confirmer ces résultats grâce au modèle transgénique POMC-Tomato, en analysant en 
microscopie confocale les épines dendritiques des neurones POMC dans notre modèle 
expérimental. Nous apporterons ainsi un paramètre de plasticité synaptique 
supplémentaire. 
Enfin, nous souhaiterions mieux comprendre le mode d’action des DREADD inhibiteurs 
exprimés par pharmacogénétique dans les astrocytes. En effet, à ce jour, nous ne savons 
pas précisément quels sont les effets médiés par la liaison du DREADD(Gi) au CNO au 
niveau cellulaire dans les astrocytes. Théoriquement, la liaison du CNO sur les 
DREADD(Gi) inhibiteurs entraine une diminution de l’AMP cyclique et de la 
concentration en ions Ca2+. Cependant nous ne savons pas quelles en sont les 
conséquences pour l’astrocyte, c’est-à-dire, les conséquences morphologiques et 
structurales mais également les effets inhibiteurs ou même activateurs de ces variations 
sur la cellule. Pour évaluer ces effets, nous proposons d’étudier les voies de 
signalisations cellulaires in situ, en faisant par exemple un immunomarquage pour le 
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marqueur d’activation c-fos associé à un marquage GFAP afin de vérifier la pertinence de 
l’utilisation des DREADD pour manipuler l’astrocyte. Nous pouvons également 
entreprendre d’étudier la phosphorylation de la protéine Erk, qui est un marqueur 
d’activation astrocytaire, in situ en fonction de l’état prandial et du traitement LX4211. 
 
Nous voulons également mieux comprendre les différences de remodelage glial sur le 
neurone POMC en fonction du régime. En effet, les remodelages observés sur les 
neurones POMC dans la condition 1h-HFD diffèrent de la condition standard par un 
maintien de la couverture astrocytaire associée à un recablage synaptique en faveur 
d’une augmentation du nombre de synapses excitatrices. Notre question est de savoir si 
ces phénomènes sont transitoires ou persistant dans le temps. Des résultats 
préliminaires suggèrent que la couverture astrocytaire après 3h d’exposition à un 
régime gras se rétracterait et reviendrait à des taux identiques à la condition 1h-SD (3h-
HFD : 32.14 ± 3.168 % N=3 souris, n=16 neurones versus 1h-HFD : 42.72 ± 2.596 % 
N=3souris, n=21 neurones ; * : p=0.019). Il convient désormais d’analyser la 
configuration synaptique sur les somas POMC dans cette situation 3h-HFD. Pour 
compléter, nous étudierons les conséquences physiologiques de ces éventuels 
remodelages en mesurant l’activité électrique des neurones POMC par patch-clamp, en 
enregistrant notamment les courants miniatures excitateurs.  
Enfin, nous voudrions déterminer le mode d’action du glucose sur le remodelage 
astrocytaire en périphérie des neurones POMC. En effet, après blocage de 
l’hyperglycémie post-prandiale nous observons un maintien de la couverture 
astrocytaire autour des neurones POMC. Or, nous voudrions savoir si l’action éventuelle 
du glucose serait dépendante ou non d’une détection directe par les astrocytes. Nous 
proposons de travailler sur un modèle transgénique qui présenterait une ablation du 
récepteur GLUT-2, transporteur du glucose impliqué dans sa détection, spécifiquement 
dans les astrocytes. Chez ce mutant, nous proposons de suivre des mécanismes de 
rétractation astrocytaire autour des neurones POMC dans nos états expérimentaux et 
également de mesurer l’activité électrique des neurones POMC.  
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The melanocortin system is one of the most important neuronal pathways involved 
in the regulation of food intake and is probably the best characterized. Agouti-related 
peptide (AgRP) and proopiomelanocortin (POMC) expressing neurons located in the 
arcuate nucleus of the hypothalamus are the key elements of this system. These two 
neuronal populations are sensitive to circulating molecules and receive many excitatory 
and inhibitory inputs from various brain areas. According to sensory and metabolic 
information they integrate, these neurons control different aspects of feeding behav-
ior and orchestrate autonomic responses aimed at maintaining energy homeostasis. 
Interestingly, composition and abundance of pre-synaptic inputs onto arcuate AgRP and 
POMC neurons vary in the adult hypothalamus in response to changes in the met-
abolic state, a phenomenon that can be recapitulated by treatment with hormones, 
such as leptin or ghrelin. As described in other neuroendrocrine systems, glia might be 
determinant to shift the synaptic configuration of AgRP and POMC neurons. Here, we 
discuss the physiological outcome of the synaptic plasticity of the melanocortin system, 
and more particularly its contribution to the control of energy balance. The discovery of 
this attribute has changed how we view obesity and related disorders, and opens new 
perspectives for their management.
Keywords: synaptic plasticity, melanocortin system, food intake, obesity, AgRP neurons, POMC neurons
introduction
Brain plasticity refers to the natural capacity of the brain to modify its structure and function through 
experience. This attribute relies on the property of neurons to adjust their responsiveness, molecular 
content, and connections as a result of activity. At the level of synapses, plasticity includes functional 
changes that strengthen or weaken existing synapses – by changing probability of neurotransmitter 
release and conductance and quantity of post-synaptic receptors  –  as well as structural changes 
that involve synapse formation and elimination (1). The hypothalamus, which ensures long-term 
stability of the inner milieu, is a brain area prone to synaptic plasticity. Neurotransmission in numer-
ous neuronal circuits located in the hypothalamus varies in response to changes within the body 
and in the environment. This Review focuses on the structural forms of synaptic plasticity in the 
melanocortin system of the hypothalamus, one of the main neuronal circuits that control appetite 
and energy homeostasis. We also discuss recent findings suggesting that loss of plasticity in this 
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circuit might compromise its function and confer risk for obesity 
and related disorders.
Overview of the Melanocortin System
Feeding behavior is controlled by several homeostatic brain 
circuits that promote food intake or suppress appetite accord-
ing to metabolic needs, and by cognitive structures involved in 
hedonic hunger, eating habits, and emotional processing of the 
meal context (2). The melanocortin system is one of the most 
important neuronal pathways involved in the regulation of food 
intake and is probably the best characterized (3–7). This circuit 
includes (i) neurons expressing melanocortin receptors (MCR), 
namely central MC3R and MC4R subtypes, (ii) neurons that 
express MCR agonists, such as the melanocortin peptide called 
α-melanocyte-stimulating hormone (MSH), which derives from 
the proopiomelanocortin (POMC) precursor protein, and (iii) 
neurons that express MCR antagonists, such as the high-affinity 
ligand agouti-related peptide (AgRP).
While MC3R and MC4R target neurons are widely distributed 
through the brain, they are highly enriched in specific brain areas 
controlling energy balance (8–10). The role of MC3R in energy 
homeostasis is not well understood yet, but MC3R neurons 
likely contribute to behavioral adaptation to fasting and nutri-
ent partitioning (11, 12). Conversely, MCR4 is clearly involved 
in several aspects of energy balance, such as feeding behavior, 
adaptive thermogenesis, and glucose homeostasis (13–17). The 
anorectic and weight-lowering functions of MC4R have been 
evidenced using pharmacological and genetic tools in the late 
1990s (18, 19). Moreover, mutations in the MC4R gene represent 
the most frequent genetic form of obesity and are associated with 
hyperphagia (20–22).
Interestingly, most of MC4R-expressing sites in the brain 
receive dual antagonistic innervation of stimulatory POMC and 
inhibitory AgRP fibers (23–25), suggesting that the melanocortin 
system is finely tuned to maintain energy homeostasis. POMC- 
and AgRP-expressing neurons are contained in close proximity 
in the arcuate nucleus of the hypothalamus, but a small cluster 
of POMC neurons is also found in the solitary tract nucleus 
(nucleus tractus solitarii, NTS) in the brainstem (26–29). One 
special feature of the arcuate neurons is their position in a brain 
parenchyma flooded by blood-borne factors and cerebrospinal 
factors that are released by permeable microvessels of the median 
eminence and delivered by tanycytes lining the third ventricle 
(30–33). The ability of arcuate POMC and AgRP neurons to 
be regulated by circulating hormones, including leptin, insulin, 
ghrelin, estrogens, glucocorticoids, glucagon-like peptide 1, and 
peptide YY, and by nutrients makes the melanocortin system 
sensitive to changes in body’s energy status (34–36). For instance, 
the adipose-derived signal leptin increases the activity of POMC 
neurons and inhibits that of AgRP neurons, which is consistent 
with the anorexigenic effect of this hormone (29, 37). Intrinsic 
particularities have been found in the melanocortin system based 
on the neurochemistry, anatomy, and sensitivity of its neuronal 
components. Arcuate but not NTS POMC neurons co-express 
the cocaine amphetamine-related peptide (CART), another ano-
rexigenic molecule (38, 39). Moreover, arcuate POMC neurons 
are likely segregated into different projectional systems through 
the rostro-caudal axis of the hypothalamus, sending separated 
bundles of fibers to anterior brain structures (e.g., bed nucleus 
of the stria terminalis), lateral regions [e.g., paraventricular 
nucleus of the hypothalamus (PVN), lateral hypothalamus (LH), 
amygdala], or caudal regions (e.g., periaqueductal gray) (23, 25, 
40). Likewise, distinct subpopulations of arcuate AgRP neurons 
project to different brain regions (41). AgRP neurons co-express 
the orexigenic neuropeptide Y (NPY) (42, 43), and the neuro-
transmitter gamma-aminobutyric acid (GABA) that allows direct 
inhibition of POMC neurons (29). By contrast, arcuate POMC 
neurons exhibit diverse GABAergic, glutamatergic, and choliner-
gic neurotransmitter phenotypes (44–48), but the significance of 
this heterogeneity remains unclear (49). Nonetheless, divergence 
in the melanocortin system has been evidenced and the current 
model comprises dissociated sub-circuits that are dedicated to 
regulating specific parameters of the energy balance. For instance, 
MC4R-expressing single-minded homolog 1 (SIM1) neurons 
located in the PVN control appetite, while others in other parts 
of the brain control energy expenditure (50). Indeed, sympathetic 
preganglionic cholinergic MC4R-expressing neurons of the inter-
mediolateral nucleus (IML) of the thoracic spinal cord regulate 
energy expenditure but not food intake (51).
Until recently, it was thought that AgRP neurons promote food 
intake via GABA- and NPY-mediated inhibition of local POMC 
neurons, and via AgRP-mediated competitive antagonism on 
distant MCR-expressing neurons (3, 52). The use of genetically 
encoded anatomical, optogenetic, and pharmacogenetic tools 
allowed for the identification of further modes of action of arcuate 
AgRP and POMC neurons in the control of food intake. In fact, 
the MCR signaling is not always mandatory for AgRP neurons to 
mediate their orexigenic effect. This has been exemplified in two 
different models. The first is based on selective ablation of AgRP 
neurons in adult mice. This procedure reduces the GABAergic 
tone from AgRP neurons within the parabrachial nucleus (PBN) 
of the hindbrain, a visceral and taste-sensing area, which leads to 
cessation of feeding and ultimately to death by starvation (53–55). 
In this specific hypothalamus-to-hindbrain circuit, AgRP innerva-
tion of the PBN maintains food intake in mice in a melanocortin-
independent manner (54). The second model uses chemical- or 
light-mediated activation of melanocortin neurons in mice. These 
experiments show that artificial acute and selective activation of 
AgRP neurons is sufficient to rapidly induce voracious feeding (56, 
57). Because this behavioral response is still found in Lethal yellow 
(Ay) mutant mice, whose ectopic expression of the endogenous 
MCR antagonist Agouti blocks the melanocortin signaling, this 
indicates that MCR signaling is not necessary for AgRP neurons 
to initiate feeding (56). Conversely, photo-activation of POMC 
reduces food intake but the POMC-mediated anorexigenic effect 
is completely blocked by the Ay mutation showing that POMC 
neurons require downstream melanocortin signaling to reduce 
food intake (56). Further studies have indicated that AgRP neurons 
control distinct phases of eating via specific molecular signaling 
pathways and neuronal circuits. NPY and GABA transmitters 
from AgRP neurons are involved in short-term regulation of food 
intake, whereas the AgRP peptide itself – as well as arcuate POMC 
neurons – controls food intake through an action on MC4R over 
September 2015 | Volume 6 | Article 1433
Nuzzaci et al. Plasticity of brain feeding circuits
Frontiers in Endocrinology | www.frontiersin.org
a delayed and prolonged period (56, 58–60). A growing body of 
evidence suggests that AgRP and POMC neurons not only control 
homeostatic food intake but also motivate feeding behaviors, 
including desire to eat and food-seeking behavior (57), preference 
for flavors (61), visceral malaise anorexia (62), and reward-related 
behaviors (63). Furthermore, these neurons take into account the 
nutritional value and accessibility of food together with the inter-
nal physiological state to produce an anticipatory modulation of 
the feeding behavior (64). Finally, current model shows that AgRP 
neurons engage a constellation of parallel circuits and brain relays 
to control different aspects of feeding behavior, some of which 
have a redundant capability to drive feeding behavior (41).
evidences of Synaptic Plasticity in the 
Melanocortin System in Adult Brain
Sensory experiences and changes in the inner milieu deeply mod-
ify the function of specialized neuronal circuits in the adult brain 
(1, 65, 66). This capacity to adapt to ever-changing life conditions 
relies on coordinated molecular and cellular mechanisms, includ-
ing changes in synaptic strength and in neuronal connectivity. 
The concept that the mature hypothalamus can undergo mor-
phological plasticity according to variations of the physiological 
state and in response to hormonal cues is not a recent idea. In 
the 1980s, synaptic reorganization within the oxytocinergic 
system has been evidenced during lactation or in response to 
changes in water homeostasis (67, 68). In the same time, synaptic 
remodeling has been found in the hypothalamus in response to 
sex steroid hormones and during the estrous cycle (69, 70). This 
hormone-dependent synaptic plasticity affects gonadotropin 
releasing hormone (GnRH) neurons involved in the neuroendo-
crine control of reproduction (71). During the two last decades, 
Tamas Horvath and colleagues have clearly established that the 
melanocortin system is another hypothalamic system whose 
connectivity is affected by variation in circulating hormones (72). 
Pioneer studies were based on depletion–repletion paradigms in 
living animals to control hormone levels combined with in-depth 
inspection of synaptic organization on arcuate POMC and NPY 
neurons (73–75). In the first report, the situation in mutant ob/ob 
mice lacking leptin was compared to that of wild-type and leptin-
supplemented ob/ob mice (73). Electron microscopic stereology 
on fixed brain sections combined to ex vivo electrophysiological 
recordings of living brain slices revealed that leptin induces a 
shift in the composition of afferent inputs on POMC neurons in 
adult brain, by increasing excitatory synapses apposed on these 
cells within only 6 h following intraperitoneal injection. Opposite 
effects were found on NPY/AgRP neurons. Interestingly, leptin-
induced synaptic changes are consistent with the anorectic effect 
of leptin suggesting that a causal relation might exist. Similar 
strategies were used to evidence remodeling properties of estradiol 
and corticosterone, whose effects on the connectivity of the adult 
melanocortin system are still consistent with their physiological 
actions (74, 75). Further studies have revealed that injection of 
ghrelin in wild-type mice also causes synaptic remodeling on 
POMC and NPY/AgRP neurons (73, 76). All these observations 
clearly indicate the ability of the adult melanocortin to rewire in 
response to metabolic cues.
Connectivity of the Melanocortin System 
is Nutritionally Regulated
Plasticity of the melanocortin system in adult brain has been ini-
tially evidenced in response to hormone replacement in depleted 
backgrounds found in mutant ob/ob, ovariectomized, or adre-
nalectomized mice (73–75). This discovery markedly changed 
our understanding of how hormones regulate the melanocortin 
system. A second breakthrough was achieved in the early 2010s 
when it was shown that synaptic rearrangement on POMC and 
NPY/AgRP neurons naturally occurs in naïve animals in response 
to changes in the nutritional state.
During positive energy balance, high level of circulating leptin 
stimulates arcuate leptin-sensitive POMC neurons, which might 
activate anorexigenic MC4R-signaling in downstream neurons via 
α-MSH release (29, 77, 78). In parallel, leptin blunts the tonic AgRP 
activity by reducing excitatory inputs on AgRP neurons through an 
opioid receptor-dependent pathway (78). It is likely the release of 
β-endorphin from leptin-stimulated POMC neurons that down-
regulates the glutamatergic activity on AgRP neurons (78).
Food deprivation induces synaptic remodeling in both AgRP 
and POMC neurons (77–79). Orexigenic ghrelin, which is elevated 
after fasting (80), promotes excitatory glutamate release onto 
AgRP neurons (78). Ca2+ and AMPK intracellular signaling in pre-
synaptic glutamatergic neurons mediates this effect (78). N-methyl-
d-aspartate (NMDA) receptors and spinogenesis in AgRP neurons 
are also required to increase AgRP activity during fasting (79). In 
addition, the inhibitory tone on POMC neurons increases when 
blood leptin level falls during fasting (77, 78). Fasting-induced 
inhibition of POMC neurons might result from ghrelin-activated 
GABAergic AgRP neurons that innervate POMC neurons (29, 58, 
77, 81) but is also caused by apposition of new inhibitory terminals 
on POMC neurons, which are non-AgRP GABAergic neurons (77).
Finally, the current model for food deprivation-induced 
neuronal rewiring implies two opposite signals acting on several 
cell targets (Figure 1). Ghrelin rewires the melanocortin system 
during negative energy balance and basal synaptic organization 
is recovered by the rise of leptin when energy balance is restored. 
In this model, leptin is viewed as a resetting signal. On the other 
hand, overfeeding for few days, which is associated with high 
leptin level, is another nutritional situation that initiates synaptic 
remodeling in the melanocortin system (82). Precisely, short-
term high-fat diet for 3 days increases excitatory inputs on POMC 
neurons. This observation indicates that synaptic plasticity of 
AgRP and POMC neurons is not a specific response to fasting 
and suggests that synaptic remodeling is activated after positive 
or negative deviation from the metabolic set point. Underlying 
biological mediators, molecular pathways as well as origin of 
dynamic synapses probably differ for each situation.
Astrocytes Regulate the Connectivity of 
Melanocortin Neurons
Initially viewed as the “brain glue,” i.e., an inert scaffold for neural 
tissues, and then as non-excitable supporting and nourishing 
cells for neurons, astrocytes are now considered as key players 
in neurotransmission (83). Recently, it has been proposed that 
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these glial cells contribute to the brain control of energy balance 
(84–86). In fact, astrocytes are at the interface between blood ves-
sels and neurons (87). Expression of sensors for metabolic signals, 
including those for glucose, fatty acids, insulin, leptin, insulin-like 
growth factor-1 (IGF1), and glucocorticoids, give to astrocytes the 
ability to integrate changes in the microenvironment that might be 
communicated to neurons (88–96). Obviously, hypothalamic and 
hindbrain astrocytes are glucosensitive cells involved in several 
physiological functions, including glucose homeostasis and gas-
tric motility (97–100). Moreover, leptin regulates the expression 
of glutamate and glucose transporters in hypothalamic astrocytes 
(101). Alteration of leptin signaling in astrocytes causes aberrant 
feeding responses to fasting and to leptin or ghrelin injections 
(96). Feeding response to high-fat diet is also impaired by disrup-
tion of the nuclear factor kappa-light-chain-enhancer of activated 
B cells (NF-κB) pathway in astrocytes (102). All these data support 
the idea that astrocytes contribute to the control of food intake. 
However, the mode of action of astrocytes for modulating activity 
of feeding circuits is not totally elucidated. Indeed, they act on 
neurons through a wide variety of mechanisms. These glial cells 
modulate neuronal excitability and synaptic transmission via the 
clearance of synaptic transmitters and the delivery of signaling 
compounds, called gliotransmitters, such as protons, lactate, and 
adenosine (103, 104). For instance, blood osmolality is nutrition-
ally regulated through a ghrelin-dependent astrocytic ATP release 
on vasopressin neurons (105). Furthermore, it has been shown 
that astrocytes control food intake by inhibiting AgRP neurons via 
adenosine A1 receptors (106). Astrocytes also produce bioactive 
molecules, such as apolipoprotein E (ApoE), the most abundant 
lipid transporter in the brain, which acts in the hypothalamus as 
a satiety factor by reducing food intake after central administra-
tion (107). Modification of astrocyte coverage at the synapses is 
another mean to efficiently and rapidly modulate the synaptic 
strength onto neurons (108–110). Time-lapse imaging shows 
that perisynaptic astrocytic processes that embrace synapses are 
highly reactive and motile structures, to an even higher degree 
than dendritic spines (111). Interestingly, leptin alters the expres-
sion of structural proteins, such as glial fibrillary acidic protein 
(GFAP), actin, and vimentin, in astrocytes, which is accompanied 
by changes in astrocytes morphology (112). Furthermore, the 
morphology of astrocytes surrounding arcuate POMC and AgRP 
soma varies in the adult brain according to nutritional history, 
metabolic state, and leptin signaling (96, 101, 113). These morpho-
logical changes significantly influence the synaptic inputs received 
by melanocortin neurons, which might affect overall activity of 
the system and ultimately the feeding behavior (96, 101, 113).
Physiological Relevance of Synaptic 
Plasticity in the Melanocortin System
The ability of the brain to change physically and functionally 
following experience is a way to adapt to changing environment. 
FiGURe 1 | Model illustrating the synaptic remodeling on arcuate AgRP and POMC neurons after food deprivation. In the fed state (left panel), high level 
of circulating leptin stimulates POMC neurons, which probably activate MC4R downstream neurons to limit further food intake. Leptin also causes the release of 
β-endorphin from POMC neurons. This endogenous opioid blunts the activity of AgRP neurons by reducing the excitatory glutamatergic tone applied on them. Food 
deprivation raises the level of circulating ghrelin (right panel). This orexigenic hormone promotes apposition of new excitatory synapses on AgRP neurons that 
increases the activity of these cells. The concomitant drop of blood leptin allows the insertion of inhibitory terminals on POMC cells. These additional inhibitory 
synapses originate mainly from non-AgRP GABAergic neurons.
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Thus, rearrangement of pre-synaptic contacts onto AgRP and 
POMC neurons in response to metabolic cues would serve to 
adjust the reactiveness of the melanocortin circuit and to finely 
control feeding behavior according to energy availability. This 
attribute would avoid stereotyped responses and maladaptive 
behaviors. For instance, in fasted animals synaptic remodeling in 
AgRP and POMC neurons might contribute to increase sensitiv-
ity for food cues and/or to increase threshold for satiety signals in 
order to increase meal size following food deprivation. However, 
such relation has not been established yet. Nevertheless, it is very 
likely that the plasticity of the melanocortin system is involved 
in the regulation of food intake and energy homeostasis. First, 
because the synaptic rearrangement on AgRP and/or POMC 
neurons naturally occurs in adult animals in response to positive 
or negative deviation from a metabolic steady state, i.e., situations 
that require central regulation of energy metabolism and behav-
ior (78, 79, 82). Second, because the synaptic rearrangement on 
AgRP and/or POMC neurons caused by metabolic imbalance is 
consistent with the activation of a counter-regulatory response 
mediated by changes in AgRP and POMC neuronal activity (78, 
79, 82). This observation is in line with seminal reports showing 
that hormones affect AgRP and POMC synaptology in a manner 
compatible with their effects on food intake and body weight 
regulation (73–75, 78). Third, because removal of polysialic acid 
(PSA), a major synaptic plasticity-promoting factor, from the 
hypothalamus not only inhibits POMC neurons rewiring during 
overfeeding but also blunts the following normalization of energy 
intake (82). While the permissive factor PSA was not selectively 
ablated in POMC cells in this study – but removed in the whole 
hypothalamus – these results suggest that POMC rewiring induced 
by dietary fat consumption contributes to the homeostatic control 
of food intake. Further studies based on cell-specific manipula-
tion of synaptic plasticity in adult animals are definitively needed 
to characterize physiological consequences of plasticity-related 
mechanisms caused by changes in the nutritional state.
Conclusion and Perspectives
Synaptic plasticity of the melanocortin system is currently 
considered as an adaptive process activated by huge variations in 
circulating hormones that can be seen during extreme metabolic 
circumstances, such as 3-day overfeeding and 24-h fasting in 
rodents. Other plasticity-related processes occur in response to 
these metabolic challenges. Overfeeding increases cell prolifera-
tion in the mouse brain within few days (114). Blocking the early 
proliferative burst impairs the normalization of energy intake on 
the short term. In addition, percentage of newly generated cells 
adopting a POMC-phenotype in the arcuate nucleus is increased 
on the long term. This suggests that cell renewal is accelerated 
during metabolic imbalance, and that maturation of newborn 
cells is nutritionally regulated to maintain energy homeostasis. 
On the other hand, fasting induces remodeling of the tanycytic 
barrier and change in permeability of capillaries in the median 
eminence and the arcuate nucleus of the hypothalamus, a process 
that modifies blood–brain exchanges and diffusion of blood-
borne molecules into the arcuate parenchyma (31). Structural 
remodeling in brain feeding centers likely strengthens functional 
plasticity based on pure pharmacological mechanisms within 
circuits. Indeed, high-fat feeding induces transient suppres-
sion of orexigenic neuropeptides and subsequent induction of 
anorexigenic neuropeptides (115). Secretion of neuropeptides 
from POMC neurons can be changed selectively, which further 
increases the plasticity of the melanocortin system. Activation 
of cannabinoid receptor 1 (CB1R) induces β-endorphin release, 
but not α-MSH, in a subset of POMC neurons, and thereby shifts 
the function of these appetite-suppressing neurons and increases 
feeding behavior (116). Interestingly, neurotransmission in 
the dopaminergic system of the ventral tegmental area is also 
regulated according to the metabolic state and this regulation 
involves endocannabinoids too (117). This mechanism might 
serve to modulate the anticipatory activity and preference for 
food-related cues. Thus, plasticity of the melanocortin system 
might be an element of a protecting arsenal based on dissemi-
nated structural and functional changes throughout the brain 
that are engaged during metabolic imbalance.
Metabolic magnetic resonance imaging has shown that 
the human hypothalamus is competent for plasticity (118). 
Therefore, it would not be surprising to find in the human 
brain plasticity-related events similar to those that have been 
detected in the melanocortin system of laboratory animals. As a 
corollary, deficiency in the ability to rewire feeding circuits on-
demand would confer a risk for maladaptive feeding behaviors, 
obesity, and related disorders. This hypothesis has been recently 
strengthened by a meta-analysis of genome-wide association 
studies for body mass index in human that has brought to the 
front of the scene the role of the central nervous system in obesity 
susceptibility, implicating genes related to synaptic function and 
plasticity (119).
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The polysialic acid (PSA) is a large glycan that is added to cell-surface proteins during
their post-translational maturation. In the brain, PSA modulates distances between cells
and controls the plasticity of the nervous system. In the hypothalamus, PSA is involved
in many aspects of energy balance including food intake, osmoregulation, circadian
rhythm, and sleep. In this work, we investigated the role of hypothalamic PSA in the
regulation of plasma cholesterol levels and distribution. We report that HFD consumption
in mice rapidly increased plasma cholesterol, including VLDL, LDL, and HDL-cholesterol.
Although plasma VLDL-cholesterol was normalized within the first week, LDL and HDL
were still elevated after 2 weeks upon HFD. Importantly, we found that hypothalamic
PSA removal aggravated LDL elevation and reduced HDL levels upon HFD. These results
indicate that hypothalamic PSA controls plasma lipoprotein profile by circumventing the
rise of LDL-to-HDL cholesterol ratio in plasma during overfeeding. Although mechanisms
by which hypothalamic PSA controls plasma cholesterol homeostasis remains to be
elucidated, these findings also suggest that low level of hypothalamic PSA might be
a risk factor for dyslipidemia and cardiovascular diseases.
Keywords: polysialic acid, hypothalamus, atherosclerosis, HDL, LDL, synaptic plasticity
INTRODUCTION
Atherosclerosis is characterized by the accumulation of lipoprotein-derived cholesterol in the
arterial wall (Hegele, 2009; Goldstein and Brown, 2015). Among lipoproteins, low-density
lipoproteins (LDL) play a critical role in the early-onset of the disease. The oxidativemodification of
LDL promotes themigration of circulatingmonocytes into the arterial wall and their differentiation
intomacrophages that in turn scavenge oxidized LDL in an unregulatedmanner (Tabas et al., 2007).
Accordingly, elevated plasma LDL-cholesterol has long been associated with cardiovascular risk
and strongly correlates with cardiovascular events (Brown and Goldstein, 1996). On the opposite,
high-density lipoproteins (HDL) cholesterol levels are inversely correlated with atherosclerosis but
the molecular basis of this relationship is still unclear (Rye et al., 2009). Lowering blood LDL by
statins is the first-line strategy against atherosclerosis (Brautbar and Ballantyne, 2011). Additional
drugs can be used in combination with statins to further reduce the cardiovascular risk (Libby,
2005). In this way, strategies aiming at increasing HDL-cholesterol are still under development
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but their net effect on atherosclerosis and cardiovascular events
still needs to be demonstrated (Libby et al., 2011). In all
cases, current pharmacological treatments target cholesterol
metabolism in liver, gut, or in the vascular compartment. A
better understanding of how the plasma level of lipoproteins is
regulated might provide new opportunities to achieve optimal
LDL levels as well as LDL-to-HDL cholesterol ratio.
Many lines of evidence have been accumulated showing
a neural control of plasma cholesterol (Perez-Tilve et al.,
2011; Bruinstroop et al., 2014; Geerling et al., 2014). Earlier
studies performed in rats and rabbits have shown that electrical
stimulation (Gunn et al., 1960) or lesion (Bernardis and
Schnatz, 1971) in the hypothalamus strongly alter plasma
cholesterol. More recently, it has been shown that circulating
hormones such as leptin (Vanpatten et al., 2004), insulin
(Scherer et al., 2016), and Glp-1 (Parlevliet et al., 2012;
Panjwani et al., 2013; Taher et al., 2014), trigger brain-
mediated regulation of hepatic cholesterol metabolism. Nutrients
such as glucose or oleic acid are also able to regulate
VLDL hepatic production via a central action (Lam et al.,
2007; Yue et al., 2015). Further pharmacological studies
indicate that the melanocortin system, which is sensitive
to these hormones and nutrients, is a master regulator of
plasma cholesterol. The two main antagonistic components
of this system are anorexigenic proopiomelanocortin (POMC)
neurons and orexigenic neuropeptide Y/agouti-related protein
(NPY/AgRP) neurons. NPY neurons enhance VLDL maturation
and secretion (van Den Hoek et al., 2004; Stafford et al., 2008;
Bruinstroop et al., 2012; Rojas et al., 2012, 2015) whereas POMC
neurons modulate HDL uptake by the liver (Perez-Tilve et al.,
2010).
Synaptic inputs on POMC and NPY neurons vary in adult
mice, depending on the energy state and changes in fuel
availability (Vong et al., 2011; Yang et al., 2011; Benani et al.,
2012; Liu et al., 2012). Synaptic plasticity of the melanocortin
system likely contributes to the accurate control of energy balance
(Benani et al., 2012), and altered synaptic plasticity of POMC
and NPY neurons might be a risk factor for metabolic diseases
(Pinto et al., 2004; Horvath et al., 2010). We identified the
polysialic acid molecule (PSA) as a permissive factor for synaptic
reorganization of the melanocortin system during overfeeding
(Benani et al., 2012). PSA is a large glycan that is added to specific
membrane proteins, including the neural cell-adhesion molecule
(NCAM), during post-translational maturation. The attachment
of PSA to cell-surface proteins reduces cell interactions and
promotes synaptic changes and other plasticity-related events
in the brain (Rutishauser, 2008). In the hypothalamus, PSA
is involved in many aspects of energy balance including food
intake (Benani et al., 2012), osmoregulation (Theodosis et al.,
1999), circadian rhythm (Shen et al., 1997; Glass et al., 2000;
Fedorkova et al., 2002; Prosser et al., 2003), and sleep (Black
et al., 2009). In this work, we investigated whether PSA also
contributes to the homeostatic control of plasma cholesterol.
To examine this hypothesis, we compared plasma cholesterol-
containing lipoproteins levels during overfeeding induced by
short-term high-fat diet (HFD) in control mice and PSA-depleted
mice. Selective loss of PSA in the hypothalamus was achieved
through stereotactic bilateral injection of endoneuraminidase N
(endoN), a highly specific bacterial enzyme that cleaves PSA from
NCAM residues (Vimr et al., 1984).
MATERIALS AND METHODS
Animals
Male C57Bl/6J mice were purchased from the Charles River
Laboratories France. Mice were maintained in temperature and
humidity controlled rooms on a 12-h/12-h light/dark cycle, with
lights on at 07:00 a.m. They were fed either a standard diet (A04;
5.1% lipids; 3.3 kcal/g) or a high fat diet (HFD, reference number:
U8954; 22% lipids; 4.4 kcal/g) purchased from Safe, France. Food
and water were provided ad libitum. For pair-feeding studies, the
daily amount of HFD provided to the pair-fed EndoN-treated
group (HFDpf mice) was matched to that consumed by the
vehicle-treated group fed a HFD (HFD mice). Daily food intake
was recorded manually. Experiments were performed on 8-week
old mice. All procedures were in agreement with the European
Directive 2010/63/UE and were approved by the FrenchMinistry
of Research (agreement #00853.01) and by the local ethic
committee, i.e., “Comité d’Ethique de l’Expérimentation Animale
Grand Campus Dijon” (national identification number: #105).
Bilateral endoN Injections in the
Hypothalamus
Depletion of PSA in the hypothalamus was achieved by bilateral
intra-parenchymal injections of EndoN (0.28 units/side, prepared
in phosphate buffer with glycerol, injected volume: 400 nl/side,
rate of infusion: 100 nl/min; EuroBio). Injections were performed
under isoflurane anesthesia as previously described (Benani
et al., 2012; Brenachot et al., 2014). Stereotactic coordinates for
injection were: −1.4mm posterior to the Bregma, ±0.4mm
lateral to the sagittal suture, and −5.6mm below the skull
surface. Control mice received artificial cerebrospinal fluid
(aCSF; Tocris Bioscience). Mice were housed individually
after surgery. They were kept under controlled temperature
and rehydrated with intra-peritoneal injection of saline. They
were also injected subcutaneously with buprecare (1mg/kg)
to reduce post-operative pain. Mice were allowed 2 days
for recovery before experiment, i.e., before HFD introduction.
Plasma Lipid Analyses
Mice were fasted 4 h (with bedding changed and food removed)
at 10.00 a.m. and blood samples were collected at 2.00 p.m.
under anesthesia with isoflurane. Blood was drawn from the
retro-orbital plexus on heparin-containing tubes. Plasma was
isolated by a 8,000-rpm spin (7,230 g) at 4◦C and samples
were stored at −80◦C before analysis. Plasma VLDL, LDL, and
HDL were isolated by sequential ultracentrifugation as the d <
1.006 g/ml, the 1.006 g/ml< d< 1.063 g/ml, and the 1.063 g/ml<
d < 1.21 g/ml fractions, respectively (Hurt-Camejo et al., 2013).
Densities were adjusted with KBr solutions. The centrifugation
steps for VLDL, LDL, and HDL consisted of 3, 4, and 5-h runs,
respectively, at 100,000 rpm (436,000 g) in a TLA-100 rotor
on a Beckman Optima TLX ultracentrifuge (Palo Alto, CA).
Cholesterol levels in total plasma and in lipoprotein fractions
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were measured enzymatically with a commercially available kit
(Cholesterol FS, Diasys, Holzheim, Germany).
VLDL Secretion Rate Assay
VLDL production rate was determined bymeasuring the increase
in plasma triglyceride levels after injection of an inhibitor of
lipolysis as previously described (Sberna et al., 2011). Briefly,
4-h fasted mice were injected intraperitoneally with Poloxamer
407 (P-407, Lasersen, Etampes, France) (1 g/kg body weight).
Blood samples were drawn into EDTA-containing tubes and
plasma was isolated by centrifugation as described above.
Plasma triglycerides levels were determined enzymatically with
a commercially available kit (Triglyceride FS, Diasys, Holzheim,
Germany). The VLDL triglyceride production rate was calculated
from the slope of the curve between 30 and 120min after P-407
injection and expressed as g/l/min.
Statistical Analysis
All data are expressed as means. Error bars indicate SEM.
Multiple comparisons of groups were performed by one-
way ANOVA using Prism 5.0 software (GraphPad Software).
Newman–Keuls test was used in post hoc analyses to compare
groups when main effects reached significance. Equality of
variances and normality of distribution were checked prior
to analysis using Bartlett-test and Kolmogorov–Smirnov-test,
respectively. When variances were significantly different or if the
data fail the normality test, the Mann–Whitney test was applied.
Calculated p-values below 0.05 were considered significant.
Finally, significant differences between groups were indicated
on each graphic representation with a letter and bars without a
common letter are significantly different.
RESULTS
Plasma Lipoproteins Profile Is Rapidly
Altered upon HFD
We first characterized how plasma cholesterol was regulated
upon short-term HFD. For that purpose, we fed mice a HFD
for 1 day to 2 weeks and measured total plasma cholesterol and
VLDL-, LDL-, and HDL-cholesterol. Control mice were kept on
standard diet (STD). HFD consumption for 1 day was sufficient
to raise total plasma cholesterol (Figure 1A). This increase was
a result of higher VLDL-, LDL-, and HDL-cholesterol levels
(Figures 1B–D). Total plasma cholesterol, as well as LDL- and
HDL-cholesterol, remained elevated during the 2-week exposure
to HFD (Figures 1A,C,D). However, VLDL-cholesterol returned
to basal values after 1 week while mice were still kept on HFD
(Figure 1B).
Hypothalamic PSA Removal Alters Plasma
Lipoprotein Homeostasis
To assess the role of hypothalamic PSA in the regulation
of circulating cholesterol, we compared levels of plasma
cholesterol after 1-week HFD in control and endoN-treated
mice (Figure 2A). On STD, daily food intake of control mice
that received intrahypothalamic endoN treatment was stable
and similar to that of mice receiving aCSF injections. As a
result, cumulative energy intake over a week was similar for
these two groups (Figure 2B). The absence of behavioral change
upon endoN treatment suggests that endoN per se does not
elicit obvious anorectic inflammatory response. Although this
compound did not modify energy intake over a week in mice
fed a STD, endoN treatment increased it on HFD (Figure 2B).
This typical hyperphagic response induced on HFD by the
endoN treatment reveals a PSA-dependent adaptive behavioral
response to dietary fat (Benani et al., 2012). To appreciate the
contribution of endoN treatment on blood parameters during
HFD, irrespective of associated hyperphagia, we pair-fed endoN-
treated mice (HFDpf) limiting them to the amount of calories
ingested by vehicle-treated control group on HFD (Figure 2B;
HFD/aCSF: 4.83 ± 0.14, HFDpf/endoN: 5.04 ± 0.1 kcal/g of
body weight over a week). EndoN treatment did not alter
plasma cholesterol levels and distribution in STD-fed mice
(Figures 2C–F). EndoN treatment did not affect total cholesterol
or VLDL-cholesterol in HFD-fed mice too (Figures 2C,D).
However, endoN injection in the hypothalamus slightly increased
LDL-cholesterol and significantly reduced HDL-cholesterol in
HFD-fedmice (Figures 2E,F). Similar effects of endoN treatment
on plasma cholesterol were obtained in mice fed a HFD ad
libitum and in HFD pair-fed mice (Figures 2C–F). Interestingly,
LDL/HDL ratio or non-HDL/HDL ratio remained unchanged
after 1-week HFD (Figures 2G,H), and endoN treatment did not
change these ratios upon STD. However, by affecting both plasma
LDL and HDL levels, endoN caused elevation of LDL/HDL
and non-HDL/HDL ratios in HFD-fed mice, independently of
changes in food intake.
Hypothalamic PSA Does Not Control
Hepatic VLDL Secretion
We next sought to determine how hypothalamic PSA controls
plasma cholesterol in HFD-fed mice. Because neural circuits in
the brain directly control cholesterol metabolism by the liver
(Perez-Tilve et al., 2010), we investigated the hepatic function
after hypothalamic PSA manipulation. We assessed hepatic
production of VLDL in mice that received endoN or vehicle
in the hypothalamus. As before, mice were fed either a STD
or HFD for 1 week, or were pair-fed on HFD to prevent
endoN-induced hyperphagia as a confounding factor. Hepatic
VLDL production rate was determined by measuring the kinetics
of triglyceride increase after inhibition of VLDL triglyceride
hydrolysis by intraperitoneal injection of poloxamer, an inhibitor
of lipoprotein lipase (LPL) (Figure 3A). Ingestion of HFD for
1 week decreased VLDL production rate compared to STD-
fed mice (Figure 3B). EndoN injection in the hypothalamus did
not modify VLDL production rate in STD-fed mice nor during
short-term HFD.
DISCUSSION
In the present study, we report that acute overfeeding induced
by HFD consumption rapidly increased plasma cholesterol
levels in mice. This was noticeable as early as 1 day
after HFD introduction. Characterization of major circulating
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FIGURE 1 | Plasma lipoproteins profile is rapidly altered upon HFD. (A–D) Plasma kinetics of total cholesterol, VLDL cholesterol, LDL cholesterol, and HDL
cholesterol in mice during a 2 week-high fat diet (HFD; red bars). Control mice were fed with a standard diet (STD; gray bars). n = 5–6 for each time-point. Data are
presented as mean ± SEM and were analyzed by one-way ANOVA and Newman–Keuls multiple comparison test. Bars without a common letter are significantly
different.
cholesterol-containing lipoproteins revealed that VLDL, LDL,
and HDL cholesterol were all elevated after 1 day on HFD.
Interestingly, VLDL-cholesterol returned to basal value within a
week althoughmice were still kept onHFD.Moreover, LDL/HDL
as well as non-HDL/HDL cholesterol ratio, remained unchanged
after 1-week HFD. These results support the existence of
homeostatic mechanisms that limit the rise of VLDL-cholesterol
during acute overfeeding and that maintain a balanced plasma
lipoproteins profile. Our findings are in line with previous works
that evidenced early adaptation of cholesterol metabolism during
short-term HFD, and they further show that such mechanism
occurs more rapidly than previously anticipated (Srivastava et al.,
1991; Hernández Vallejo et al., 2009; Kahle et al., 2013).
We also found that 1-week HFD caused significant reduction
of hepatic VLDL production in mice. Opposite effect has
been reported in rats after 3-day HFD (Lam et al., 2007;
Yue et al., 2012). Apart from possible inter-species differences,
this discrepancy might result from successive and opposite
modifications in hepatic lipid metabolism upon HFD. Such
sequential effect has been already described for the insulin
pathway during the time-course of short-term HFD. Actually,
progressive β-cell mass expansion in pancreas upon HFD might
compensate early hyperglycemia, glucose intolerance, and insulin
resistance (Wang et al., 2001; Ahrén and Pacini, 2002; Winzell
and Ahrén, 2004; Lee et al., 2011; Stamateris et al., 2013). Since
insulin is a strong regulator of cholesterol metabolism (Sparks
and Sparks, 1994; Choi and Ginsberg, 2011), sequential changes
in insulin secretion and sensitivity might also explain fluctuations
in hepatic VLDL release during 1-week HFD. Short-term HFD
is also known to induce gene expression reprogramming in
the liver affecting several enzymes and transporters involved in
the lipoprotein metabolism. For instance, coordinated down-
regulation of Acc, Fas, and Hmgcr, occurs in mouse liver
after 1-week HFD, suggesting a reduction of VLDL synthesis
on HFD (de Fourmestraux et al., 2004; Hernández Vallejo
et al., 2009). These molecular data are consistent with a drop
in VLDL release seen in this study. Altogether, these results
support the concept that metabolism adapts to compensate for
acute cholesterol overload. Such homeostatic response likely
results from complementary mechanisms taking place in various
organs or tissues. Indeed, 1-week HFD is sufficient to change
postprandial release, composition and size of chylomicrons by
modulating intestinal lipid metabolism (Hernández Vallejo et al.,
2009). Early transcriptional regulation of fatty acid metabolism-
related enzymes has been observed in jejunum and duodenum
upon 3-day HFD, indicating that the intestine is highly reactive
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FIGURE 2 | Hypothalamic PSA removal alters plasma lipoproteins homeostasis. (A) Picture showing the experimental protocol used to investigate the
regulation of plasma cholesterol by hypothalamic PSA. Day 0: To remove hypothalamic PSA, endoN was injected bilaterally in the hypothalamus of mice (0.28
(Continued)
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FIGURE 2 | Continued
units/side), targeting the mediobasal hypothalamus (MBH). Control mice received artificial cerebrospinal fluid (aCSF). Mice were given 2 days to recover from
stereotactic surgery prior to the nutritional challenge. Day 2: Mice were fed either a standard (STD) or a high fat diet (HFD) for 8 days and blood samples were
obtained at the end of the experiment (Day 10). (B) Effect of intra-hypothalamic endoN injection on cumulative energy intake over a week in mice fed a STD or a HFD.
(C–F) Effect of intra-hypothalamic endoN injection on plasma total cholesterol, VLDL cholesterol, LDL cholesterol, and HDL cholesterol in mice fed a STD or a HFD for
8 days. (G,H) Effect of intra-hypothalamic endoN injection on LDL/HDL and non-HDL/HDL cholesterol ratios in mice fed a STD or a HFD for 8 days. n = 10 for
STD+aCSF, n = 6 for STD+endoN, n = 8 for HFD+aCSF, n = 8 HFD+endoN, n = 7 for HFD pair-fed+endoN. Data are presented as mean ± SEM and were
analyzed by nonparametric Mann–Whitney test. Bars without a common letter are significantly different.
FIGURE 3 | Hypothalamic PSA does not control hepatic VLDL secretion. (A) Plasma triglycerides concentration after intraperitoneal injection of poloxamer 407
(t = 0) in 4 h fasted mice. Prior to poloxamer injection, mice received bilateral injection of endoN (0.28 units/side) or aCSF in the hypothalamus and were fed a
standard (STD) or a high fat diet (HFD) for 8 days, as described in Figure 2A. (B) Effect of intra-hypothalamic endoN injection on VLDL production rate in mice fed a
STD or a HFD for 8 days. VLDL production rate calculated from the slope of the rise of plasma triglycerides after poloxamer injection. n = 11 for STD+aCSF, n = 13
for STD+endoN, n = 22 for HFD+aCSF, n = 16 HFD+endoN, n = 6 for HFD pair-fed+endoN. Data are presented as mean ± SEM and were analyzed by one-way
ANOVA and parametric Newman–Keuls multiple comparison test. Bars without a common letter are significantly different.
to dietary fat (Clara et al., 2016). In the skeletal muscle, HFD
suppresses lipogenic genes within a week and increases oxidative
metabolism and markers of type I fiber, showing the metabolic
adaptability of this tissue too (de Fourmestraux et al., 2004;
Wilson et al., 2007; de Wilde et al., 2008). Similar transcriptional
effects also occur in the adipose tissue (Voigt et al., 2013). Circuits
in the central nervous system control most, if not all, peripheral
metabolic responses that are triggered during energy imbalance
(Morton et al., 2006; Myers and Olson, 2012). In this work, we
bring the first evidence that hypothalamic PSA, a modulator
of neuronal function, is critical to maintain LDL-to-HDL ratio
upon HFD consumption on the short term. Given the role of
PSA in the control of synaptic plasticity (Rutishauser, 2008),
these findings suggest that blood cholesterol homeostasis might
be regulated via neuronal rewiring within hypothalamic circuits.
Above all, this shows that hypothalamic PSA coordinates many
aspects of metabolism and energy balance including peripheral
lipid metabolism as well as food intake (Benani et al., 2012),
osmoregulation (Theodosis et al., 1999), circadian rhythm (Shen
et al., 1997; Glass et al., 2000; Fedorkova et al., 2002; Prosser et al.,
2003), and sleep (Black et al., 2009). However, mechanisms by
which hypothalamic PSA affects plasma levels of LDL and HDL
cholesterol remains to be elucidated. Current models suggest
that brain controls circulating cholesterol in a neuroendocrine
feedback loop through autonomic effects on liver function
(Perez-Tilve et al., 2011; Bruinstroop et al., 2014; Geerling et al.,
2014). In particular, it has been shown that the melanocortin
system regulates hepatic lipoproteins production and uptake via
sympathetic innervation (Bruinstroop et al., 2012; Rojas et al.,
2015). Nevertheless, removal of hypothalamic PSA did not alter
hepatic VLDL secretion. Thus, to affect plasma levels of LDL and
HDL via the liver, hypothalamic PSA would act on others hepatic
mechanisms that have not been investigated in this work, such
as cholesterol uptake, catabolism, or excretion. Since the brain
also controls lipid uptake in white adipose tissue and intestinal
chylomicron production (Nogueiras et al., 2007; Farr et al., 2015),
it is conceivable that hypothalamic PSA modulates lipoprotein
metabolism other than in the liver.
Neuronal circuits involved in the PSA-mediated regulation
of blood cholesterol metabolism have not been investigated
in this study. Previous studies from our group indicate that
endoN injections lead to a complete loss of PSA in the whole
hypothalamus (Benani et al., 2012). Investigation of circuits
underlying the brain control of peripheral lipid metabolism
reveals several neuronal targets and signaling pathways located
in the hypothalamus, including NPY, POMC, MCH, and
glutamatergic neurons (van Den Hoek et al., 2004; Nogueiras
et al., 2007; Stafford et al., 2008; Perez-Tilve et al., 2010;
Bruinstroop et al., 2012; Rojas et al., 2012; Yue et al., 2012;
Imbernon et al., 2013; Rojas et al., 2015). These pharmacological
studies show a high degree of specialization among the
neuronal circuits that control peripheral lipid metabolism.
Actually, distinct neuronal sub-populations are engaged in either
adipocyte or hepatocyte metabolism modulation (Imbernon
Frontiers in Neuroscience | www.frontiersin.org 6 May 2017 | Volume 11 | Article 245
Brenachot et al. Hypothalamic PSA Controls Blood Cholesterol
et al., 2013). Furthermore, hypothalamic pathways seem to
control VLDL production and HDL uptake separately (Stafford
et al., 2008; Perez-Tilve et al., 2010). Since endoN treatment
is not cell-selective, we can suppose that PSA-dependent
regulation of plasma cholesterol likely integrates inputs from
different neuronal circuits. In addition, astrocytes located in the
hypothalamus, which also express PSA (Pierre et al., 2001) and
control several aspects of energy homeostasis (García-Cáceres
et al., 2012; Argente-Arizón et al., 2015), might be involved in
PSA-dependent regulation of peripheral lipoproteins metabolism
as well.
Lipoproteins profile and metabolism differ in the peripheral
circulation and the central nervous system (Pfrieger andUngerer,
2011; Mahley, 2016). In the adult, only HDL particles are found
in the brain. This peculiar feature in lipoproteins reflects the
isolation of the brain from the periphery by the blood–brain
barrier and the specific metabolism of lipoproteins in the brain.
In particular, astrocytes are responsible for the largest production
of the most abundant apoE-containing HDL-like lipoproteins
that redistribute lipids in the central nervous system. Further
studies are needed to examine the potential role of brain PSA,
whose expression declines in Alzheimer’s disease (Murray et al.,
2016), in the maintenance of cholesterol homeostasis in the
central compartment as well.
To conclude, this work uncovers a new role for hypothalamic
PSA inmodulating plasma lipoprotein profile. Although we show
that hypothalamic PSA is beneficial by circumventing elevation
of LDL-to-HDL cholesterol ratio during overfeeding, neuronal
pathways and peripheral mechanisms engaged in this control
remain to be elucidated. Nonetheless, our findings suggest that
reduced level of hypothalamic PSA might be a risk factor for
dyslipidemia and cardiovascular diseases.
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